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AADHAP-R Acyl/alkyl-dihydroxyacetone phosphate reductase 
AAG3P-AT Acyl/alkyl-G3P-acyltransferase 
AC Adenilil ciclasa 
ACC Acetil-coa carboxilasa 
ACN Acetonitrilo 
ACSL1 Coa Ligasa 1  
ADNc ADN cíclico 
AGPAT3 1-acilglicerol-3-fosfato o-aciltransferasa 3 
AGPS Alquilglicerol fosfato sintasa 
APCI Ionización química a presión atmosférica 
ASP Proteína estimulante de la acilación 
AT2 Angiotensina II 
ATGL Lipasa de triglicérido adiposo 
BAT Tejido adiposo marrón 
BF1-7 Bradiquinina 
BMP Proteínas morfogenéticas del hueso 
BSA Suero bovino de albúmina 
C/EBP Proteínas de unión al potenciador de CCAAT 
cAMP Adenosín monofosfato cíclico  
CCT Carbon conductive tape 
CEPT1 Colina/etanolamina fosfotransferasa 1  
CERK Ceramida quinasa 
CerS Ceramida sintasa 
CerT Ceramida transferasa 
CETP Proteína transferidora de ésteres de colesterol 
CHPT1 Colina fosfotransferasa 1 
ChREBP Proteína de unión al elemento de respuesta a carbohidratos 
CM Cloroformo/metanol 
D-PBS Dulbecco's phosphate-buffered saline  
DAN 1,5-diaminonaftaleno 
DEGS Dihidroceramida desaturasa 
DGAT Diacilglicerol aciltransferasa 
DHA Ácido 2,5-dihidroxibenzoico 
DHB 2,5-dihidroxiacetofenona 
DMEM Dulbeco’s modified eagle medium 
DMSO Dimetilsulfóxido 
DNL Lipogénesis de novo 
DO Densidad óptica 
ESI Electropulverización 
FABP4 Proteína de unión a ácidos grasos 4 
FAR1 Acil-coa reductasa 1 de acidos grasos  
FAS Sintasa de ácidos grasos 
FAT/CD36 Proteína translocasa de ácidos grasos 
FATP Proteína transportadora de ácidos grasos 
FBS Suero fetal bovino  
FFA Ácidos grasos libres 
G3P Fosfato 3 glicerol 
GCS Glucoesfingolipido sintasa  
GH Hormona del crecimiento  
GLUT4 Proteína transportadora de glucosa 4 
GNPAT Glicerofosfato o-aciltransferasa 
GTT Prueba de tolerancia a la glucosa  
GWAS Estudios de asociación de genoma completo 
HbA1c Prueba de hemoglobina glicosilada 
HDL Lipoproteína de alta densidad 
HFD Dieta alta en grasa  
HGHI Hiperglucemia/hiperinsulinemia  
HILIC Cromatografía Líquida de Interacción Hidrofílica 
HPLC Cromatografía líquida de alta eficacia 
HSL Lipasa sensible a hormonas 
IBMX 3-isobutyl-1-methylxanthine 
IGT Intolerancia a la glucosa 
IL-s Interleuquinas 
IMC Índice de masa corporal 
IQR Rango interquartílico 
IR Insulinoresistentes 
ITO Indium tin oxide 
ITT Prueba de tolerancia a la insulina 
JNK Quinasa c-Jun N-terminal  
LC Cromatografía líquida 
LDL Lipoproteína de baja densidad 
LFD Dieta baja en grasa  
LPL Lipoproteína lipasa 
M1 Macrófagos tipo 1 pro-inflamatorios 
M2 Macrófagos tipo 2 anti-inflamatorios 
MAG Monoacilglicerol 
MALDI-IMS Matrix-assisted laser desorption/ionization imaging mass spectrometry  
MBT 2-mercaptobenzotiazol 
MCP-1 Proteína quimiotáctica de monocitos 
MGL Monoacilglicerol lipasa 
MHO Metabolically healthy obese 
MTBE Metil terc-butil éter  
MTT Bromuro 3-(4,5- dimetiltiazol-2-ilo)-2,5-difeniltetrazol 
MUHO Metabolically unhealthy obese 
NA Noradrenalina 
NCS Suero de neonato bovino  
NG Normoglucémico 
NL Camada normal 
NPLC Cromatografía líquida en fase normal 
PAI-1 Inhibidor del activador del plasminógeno-1 
PBS Phosphate-buffered saline  
PET Tomografía por emisión de positrones 
PKA Proteína quinasa A 
PLS-DA Análisis discriminante de la regresión de mínimos cuadrados parciales  
PPARg Receptor de peroxisoma-proliferador-activado gamma 
QqQ Analizador de tipo triplecuadrupolo 
QTOF Analizador cuadrupolo 
RB-4 Proteína ligadora de retinol-4 
RPLC Cromatografía líquida en fase reversa 
RXRa Receptor X retinoide alfa 
SL Camada pequeña 
SMPD2 Esfingomielina fosfodiesterasa 2 
SMS Esfingomielina sintasa  
SPE Extracción en fase sólida 
SPT1 Serina C-palmitoiltransferasa 
SREBP1 Proteína 1 de unión a elementos reguladores de esteroles 
Stat5 Transductor de señal y activador de transcripción 5 
T2D Diabéticos tipo 2 
TA Tejido adiposo 
TAI Tejido adiposo intraabdominal 
TASC Tejido adiposo subcutáneo 
TFA Ácido trifluoroacético 
TG Triglicéridos 
TGFb Factor de crecimiento transformante beta 
TNFa Factor de necrosis tumoral 
UCP1 Uncoupling protein-1 
VEGF Factor de crecimiento del endotelio vascular 
VLDL-TG Lipoproteína de muy baja densidad que contiene triglicéridos 
WAT Tejido adiposo blanco 
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INTRODUCTION 
Obesity is a multifactorial disease in which both genetic and socio-environmental factors 
are involved, including changes in dietary patterns and physical activity. The increase in 
consumption of high-calorie and ultra-processed foods, as well as the establishment of 
a more sedentary lifestyle, are fundamental causes in the evolution of this health and 
economic problem at a global level (Nyberg et al., 2018). Currently, it is estimated that 
39% of the population is overweight or obese (Chooi et al., 2019) and if this trend 
continues, the global prevalence of obesity is projected to reach 18% in men and over 
21% in women by 2025, while severe obesity will be over 6 % and 9 % in men and 
women, respectively (NCD Risk Factor Collaboration, 2016). This pathology represents 
an important risk factor for the development of cardiovascular diseases, type 2 diabetes, 
dyslipidaemia or cancer (Amoretti et al., 2002; Czernichow et al., 2011; Singh et al., 
2013). It is also associated with a decline in quality of life and, depending on the degree 
of severity and its comorbidities, with a reduction in life expectancy from 5 to 20 years 
(Fontaine et al., 2003). During obesity, there is a dysregulation of the balance between 
calorie intake and energy expenditure, resulting in a massive accumulation of lipids in 
the adipose tissue (Oussaada et al., 2019). 
 
The adipose tissue has traditionally been considered as a storage tissue for the body's 
energy reserves, as well as a mechanism for isolation and mechanical protection for 
certain vital organs. Nevertheless, it is nowadays clearly recognised as an endocrine 
organ producing numerous factors not only of a lipid nature but also of a protein nature, 
the adipokines, which participate in the regulation of numerous physiological and 
metabolic processes. There are two types of adipose tissue in the body: white adipose 
tissue (WAT) and brown adipose tissue (BAT), which differ both in their function and in 
the type of signalling molecules they release (adipoquins in WAT vs. Batoquins in BAT) 
(Amaia Rodríguez et al., 2015; Villarroya et al., 2017). In this work, we have focused our 
studies on WAT, which stores in the form of triglycerides (TGs) the excess of energy 
produced during the intake, these triglycerides are accumulated intracellularly in the 
adipocyte, or released into the bloodstream as fatty acids and glycerol during periods of 
fasting and/or increase in the energy demand (Rosen & Spiegelman, 2006; Scherer, 
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2019; Stephens, 2012). With respect to the adipokines secreted by WAT, it includes very 
diverse proteins that perform a heterogeneous range of functions, including, among 
others, regulation of the immune system (Interleukins, TNFa and MCP-1), appetite and 
intake (leptin), lipid metabolism (RB-4 and CETP), carbohydrate homeostasis 
(adiponectin, resistin, visfatine), angiogenesis (VEGF), regulation of blood pressure 
(angiotensinogen), vascular haemostasis (PAI-1), growth factors (TGFb) and acute phase 
proteins and stress response (haptoglobin and 1a-acid glycoprotein) (Dutheil et al., 
2018; Molica et al., 2015; Rodríguez et al., 2015). On the other hand, WAT is distributed 
in two main locations: visceral (VAT) and subcutaneous (SAT). While VAT is commonly 
related to the development of metabolic disorders such as type 2 diabetes and 
cardiovascular diseases (Shuster et al., 2012), it has been proposed that SAT may play a 
protective role on lipid metabolism in conditions of obesity by serving as a storage for 
the excess of lipids that occur in such conditions (Tran & Kahn, 2010). Similarly, it has 
been described that the distribution of WAT may vary with respect to age, sex or genetic 
factors. While there is a direct proportional relationship between age and intra-
abdominal fat mass, it has also been described that men tend to accumulate fat in higher 
regions (android morphology) while women do so in the lower body (gynoid 
morphology) (Okosun et al., 2015). 
 
Adipocytes, cells specialised in the accumulation of lipids, are the main component of 
adipose tissue. The differentiation of the precursor cells from the adipocytes present in 
the adipose tissue, the pre-adipocytes, is a complex process in which both the PPAR  
nuclear receptor and various members of the C/EBP transcription factor family are 
involved (Ghaben & Scherer, 2019; Vanessa Pellegrinelli et al., 2016; Pyrina et al., 2020). 
Pre-adipocytes and mesenchymal stem cells present in adipose tissue together with 
endothelial cells and a variety of immune cells, including macrophages, lymphocytes and 
neutrophils, form the so-called vascular stromal fraction (Elgazar-Carmon et al., 2008; 
Kintscher et al., 2008; Tchoukalova et al., 2004). The proportion of each of these cell 
types can vary, not only in relation to age, but also according to the degree of 
inflammation and location of the adipose tissue (Rosen & Spiegelman, 2014; Russo & 
Lumeng, 2018). In fact, it is widely accepted that obesity is associated with a state of 
chronic low-grade inflammation (Kane & Lynch, 2019; Lu et al., 2019; Schipper et al., 
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2012). The maintenance of a chronic inflammatory state in obesity causes an imbalance 
in the proportion of cells in the immune system, favouring both a greater degree of 
infiltration of adipose tissue by macrophages and changes in their phenotype to a pro-
inflammatory profile (Christiansen et al., 2005; Orecchioni et al., 2019; Wang et al., 
2014). The cells of the immune system are critical to the proper functioning of adipose 
tissue in healthy individuals, so inflammation of adipose tissue is considered a major 
factor triggering the metabolic dysfunction associated with obesity (Crewe et al., 2017; 
DiSpirito & Mathis, 2015). 
 
On the other hand, the capacity of adipocytes to increase their size (hypertrophy) or 
their number and proportion (hyperplasia) constitutes an essential adaptive mechanism 
of the tissue to be able to confront an excessive caloric intake chronically. Under normal 
conditions, the volume of adipocytes is regulated by a balance between the processes 
of accumulation (lipogenesis) and hydrolysis of lipids (lipolysis). For its part, the number 
of adipocytes is determined by a balance between the mechanisms of proliferation and 
those of cell regeneration by apoptosis. However, under conditions of obesity, altered 
expansion of adipose tissue occurs, leading to the appearance of several pathogenic 
processes including the presence of hypertrophic and dysfunctional adipocytes and the 
development of fibrosis and hypoxia, in addition to the state of inflammation mentioned 
above (Arner et al., 2010; Crewe et al., 2017; Datta et al., 2018; Kahn et al., 2019; Weyer 
et al., 2000). These processes lead to a limitation in the storage capacity of adipose 
tissue, causing it to be redirected to other tissues such as skeletal muscle or liver and 
trigger the development of insulin resistance and metabolic disease (Carobbio et al., 
2017; Danforth, 2000; Slawik & Vidal-Puig, 2007; Virtue & Vidal-Puig, 2010). In summary, 
obesity can be defined as a complex and multifactorial pathology in which adipose tissue 
dysfunction occurs due to the intervention of numerous pathogenic mechanisms 
(cellular hypertrophy, inflammation, fibrosis or hypoxia) whose molecular bases are not 
yet fully known. Therefore, the identification of markers associated with the 
development of metabolic diseases in obesity is essential to analyse the knowledge of 
this pathology in depth and to be able to develop strategies aimed at the diagnosis and 
treatment of its comorbidities. 
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In this context, omics technologies have contributed to a greater understanding of the 
extent and complexity of the dysregulation present in obesity and metabolic syndrome 
(Han, 2016). In particular, recent advances in analytical techniques for separating 
biomolecules, and their combination with mass spectrometry, have made it possible to 
detect a wide range of lipid species quickly, sensitively and reliably, using a minimum 
sample quantity (Blanksby & Mitchell, 2010; Han et al., 2012). In general, the 
identification and quantification of lipids in biological samples is a topic of interest in the 
field of biomedical research (Rustam & Reid, 2018) and, more specifically, in the field of 
obesity and associated pathologies (Hammarstedt et al., 2018). Although initial studies 
were limited in size and coverage of the identified lipidome, more recent population-
based studies using serum or plasma samples have revealed potential roles for a wide 
variety of lipid species in the development and evolution of metabolic disease (Meikle 
& Summers, 2017). Likewise, the physiological mechanisms that lead to an alteration of 
lipid homeostasis in obesity are complex as they involve a large number of lipid species 
and their metabolic pathways of biosynthesis are interconnected (Meikle & Summers, 
2017). However, a role for many sphingolipids (SPs) and ether phospholipids (EPLs) has 
been proposed as critical components in the development of obesity and insulin 
resistance or type 2 diabetes based on observed changes in their basal plasma levels 
and, according to a few studies, in metabolic organs such as liver and adipose tissue, 
under such conditions (Meikle & Summers, 2017). The knowledge of the mechanisms 
that regulate the biosynthesis of these lipid forms could be used to develop new 
therapeutic targets in obesity and metabolic disease. Therefore, the main objective of 
the present doctoral thesis has been to identify the quantitative and qualitative changes 
that affect the lipidome of adipose tissue in conditions of obesity and insulin resistance, 
as well as the possible alterations that occur in the biosynthesis pathways of the lipids 
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MATERIALS AND METHODS 
To achieve this general objective, we have used multiple strategies to analyse adipose 
tissue lipidome in murine and human models of obesity, both at a qualitative and 
quantitative level and at the level of space distribution of the lipids present in these 
tissues. We have also analysed the pathways involved in the biosynthesis of SPs and EPLs 
in response to pathogenic processes associated with the development of insulin 
resistance in obesity using in vitro adipocyte models. 
 
To investigate the changes that occur in the profile and space distribution of the 
lipidome of adipose tissue, frozen samples of murine and human subcutaneous adipose 
tissue (SAT) were used, to which the matrix-assisted laser desorption ionization- Imaging 
Mass Spectrometry (MALDI-IMS) technique was applied. In the optimization of each of 
the stages of the MALDI-IMS technique, samples of a diet and litter size induced murine 
model of morbid obesity previously developed by IMIBIC researchers were used 
(Novelle et al., 2017; Sánchez-Garrido et al., 2015). The serial sections were obtained 
using a cryostat and mounted by defrosting on standard slides for haematoxylin/eosin 
staining or on ITO conductive slides alone or in combination with carbon tape, for its 
analysis by MALDI-IMS. The ionisation matrix deposition experiments were performed 
using three different protocols (sublimation, robotic sprayer station and dry deposition) 
and four matrices with different properties and methods of ionisation (DHA, DHB, DAN 
and MBT). The spectra were obtained in positive polarity, using a 5800 MALDI-TOF/TOF 
mass spectrometer in the m/z range from 350 to 1100, with a lateral resolution of 150 
µm between pixels. The commercial reagents Bradikynin (BF1-7) and Angiotensin (AT2) 
were used for the internal calibration of the spectra. 
 
As a complement to the MALDI-IMS studies, a liquid chromatography system was used, 
coupled either to a hybrid mass spectrometer (QTOF) or to a tri-quadrupole type 
analyser (QqQ), which were applied to lipid extracts obtained from adipose tissue 
samples. To this end, a process of optimizing the extraction of lipids from these samples 
was carried out beforehand, using two types of extractants in different ratios (MTBE and 
CM) and a solid sample extraction protocol (SPE). 
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Samples of morbidly obese normoglycaemic, insulin-resistant and type 2 diabetic 
individuals, classified according to American Diabetes Association criteria (ADA, 2019), 
were used to characterise the lipid footprint associated with the development of obesity 
and insulin resistance in human adipose tissue. In relation to the pathways involved in 
the biosynthesis of SPs and EPLs, we have used the 3T3-L1 adipocyte cell line, which 
were analysed during the differentiation process induced by exposure to the hormone 
cocktail. We also use two in vitro models that mimic two pathogenic processes 
associated with obesity: hyperglycaemia/hyperinsulinemia, through exposure of 3T3-L1 
adipocytes to high concentrations of glucose (4.5 g/l) and insulin (100 nM) (24 h), or of 
inflammation, through exposure to TNFa (5 nM, 24 h). The analysis of protein 
expression was done by immunoblotting the enzymes involved in both the adipogenesis 
process (Days 0-3-6-9) and after exposure to both treatments (HGHI y TNFa). Finally, 
the evaluation of the gene expression levels of the selected genes was done by a real 
time PCR, using the LightCycler® 96 system. 
 
RESULTS AND DISCUSSION 
In recent decades, there has been increasing interest in investigating the mechanisms 
underlying the development of obesity, as well as in the search for useful biomarkers 
that can predict the pathological alterations that occur in adipose and other related 
tissues (Aleksandrova et al., 2020; López-Villar et al., 2015; Peinado et al., 2014). In this 
context, omics techniques have predominated in the field of clinical research, with both 
genomic and transcriptomics studies and proteomic studies in animal and human 
models of obesity (Novelle et al., 2017; Aleksandrova et al., 2020). However, while 
several related proteomic studies have been conducted, including the characterization 
of adipose tissue components (Peinado et al., 2011; Diaz-Ruiz et al., 2015; Guzman-Ruiz 
et al., 2020), or the response to weight loss after bariatric surgery (Moreno-Castellanos 
et al., 2016), lipidomic studies of adipose tissue are more limited, despite the fact that 
lipids are essential components of the body (Fuchs, 2014). Thanks to recent advances in 
the field of lipidomics, it has been possible to elucidate some of the mechanisms 
involved in the lipid dysregulation that occurs in obesity and the development of 
metabolic disease (Han, 2016). Precisely, lipidomics based on mass spectrometry is 
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emerging as a powerful analytical tool to investigate changes in the lipid composition of 
adipose tissue in animal and human models. In particular, some studies related to 
obesity have been published, mainly on serum samples and, to a lesser extent, on tissue 
samples (Henstridge & Bozaoglu, 2017). Nevertheless, only one lipidomic study has been 
published to date (in fact, it has been published very recently), which analyses the space 
distribution of lipids in this type of tissue, which is highly enriched in lipids (Fournelle et 
al., 2020). Therefore, during the development of this doctoral thesis, multiple strategies 
have been developed and applied to conduct an analysis of the composition and spatial 
distribution of the lipidome of the adipose tissue. In this way, it is intended to contribute 
to the study of obesity and insulin resistance, providing new analytical tools to elucidate 
the physiopathological mechanisms that are deregulated as a result of the development 
of metabolic disease. 
 
The versatility of the MALDI-IMS technique for mapping changes in the distribution of 
numerous analytes has been demonstrated in many pathologies (Korte et al., 2015; Lee 
et al., 2012; Stoeckli et al., 2001). However, its application in tissues highly enriched in 
lipids, such as adipose tissue, lacking a compact structure and with a soft morphology, 
made its application difficult, presumably due to the lack of adapted and efficient 
protocols. In this type of sample, a great challenge is presented since the lipids are 
mobilised when they come into contact with the ionisation matrix, thus preventing the 
analysis of their original positions within the tissue. Consequently, this work describes 
all the strategies carried out to adapt each of the critical stages of sample preparation 
to the intrinsic properties of the adipose tissue, including methods of tissue sectioning 
and deposition of the ionisation matrix. To obtain serial sections, both dry cutting 
strategies and samples embedded in polymer solutions to reinforce their structure were 
tested. Four matrices (DAN, MBT, DHA and DHB), widely used in lipid analysis, were used 
for matrix deposition (Leopold et al., 2018; Thomas et al., 2012; Perry et al., 2020) but, 
when applied to the sample by means of different deposition strategies (sublimator, 
robotic sprayer station and dry deposition), lipid diffusion occurred in all cases. Besides, 
the use of alternative surfaces for sample deposition, previously described in other 
studies (König, 2008; Nimesh et al., 2013; Norris & Caprioli, 2013; Zavalin et al., 2012; 
Zhang et al., 2012) proved to be ineffective in containing the sample lipids. Finally, the 
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use of a conductive carbon tape, previously described in MALDI-IMS studies of proteins 
with complete sections of other tissues (Anderson et al., 2015; Khatib-Shahidi et al., 
2006) proved to be decisive both for preserving the anatomical structure of the tissue 
and for minimising the diffusion of the analytes present in the sample. 
 
Since the application method has been described as having a direct influence on the 
quality of the spectra, both the matrix solution and the form of deposition on the sample 
(single or combined) were optimised. It is widely accepted that factors such as sample 
manipulation, ion suppression or normalisation can influence the quantification of 
images obtained by mass spectrometry (Irie et al., 2014; Shobo et al., 2016; Stepanka et 
al., 2019). Due to this fact, our analyses were supported by LC-MS/MS to give a higher 
degree of robustness to the lipid annotations. As a previous step, an optimization of the 
lipid extraction protocol was carried out, in which different extractants (MTBE and CM) 
and two types of analysers (QTOF and QqQ) were tested. The results obtained allowed 
us to establish rat SAT lipidome, in which we detected a predominance (57% of total 
lipidome) of phosphatidylcholine forms (PCs, Lyso-Ps, PC-Os and PC-Ps) as well as a high 
proportion of SPs (9% of total lipidome). In conclusion, in this work we have established 
for the first time a specific methodology for the analysis of adipose tissue sections using 
MALDI-IMS which includes complementary validation and annotation strategies using 
LC-MS/MS. To do this, in our protocol the sections were deposited on a conductive 
carbon tape and subsequently coated with the DHB matrix as a preliminary step to their 
analysis. Once our protocol was validated, we analysed the lipid profile of diet-induced 
animal obesity models (high-fat diet, HFD) and litter size. These studies revealed 
important differences in the composition of lipidome associated with adipose tissue 
during the development of obesity. Specifically, the results showed that the 
combination of both obesogenic effects, small litter and HFD, produced a remodelling 
of the lipid profile in SAT, as well as an increase in the total lipid concentration, while 
suggesting that each family of lipids is independently regulated by mechanisms that 
could be associated with the function they perform within the tissue. Notably, we 
observed significant changes in the proportion of PLs constituted by choline (LPC-Ps and 
PC-Ps) as well as a numerical, although not significant, decrease in the total 
concentration of structural lipids of the plasma membrane (PEs and SMs) and markers 
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(PIs), although differences were found in representative species of these families. In this 
context, thanks to the images obtained by MALDI-IMS, we could monitor the changes in 
the zonation of the lipid species SM(d18:0_18:2), PC(O-16:0_16:1) and PE(P-16:0_20:0). 
Thus, the species SM(d18:0_18:2), increased in obese animals, was enriched in areas 
occupied mostly by adipocytes, while PC(O-16:0_16:1) and PE(P-16:0_20:0), with 
reduced levels in obese animals, correlated with the vascular stromal fraction. As a 
whole, these results reinforce the hypothesis that, during obesity, there is a 
dysregulation of the composition of cell membranes, modifying the proportion of 
essential and structural lipids such as plasmalogens (PLs) and sphingomyelins (SPHs), 
which can have repercussions on essential functions of adipocyte physiology such as cell 
signalling or lipid trafficking and metabolism. 
 
Similar to what was observed in the animal model, analysis of the SAT lipid profile of 
obese individuals with different degrees of sensitivity to insulin revealed a modification 
of the lipidome associated with the different study groups. On the one hand, it was 
observed that during the development of IR/T2D there is an increase in the total lipid 
content, being remarkable the increase of glycerophospholipids in general and EPLs in 
particular. Likewise, a decrease in the content of SPHs in the IR and T2D groups was 
detected with respect to the NG group. Given the functions exercised by these lipids 
(Santos & Preta, 2018), these results suggest that the remodelling of cell membranes, 
especially in hypertrophic adipocytes, could constitute an adaptive mechanism of the 
adipose tissue to facilitate its expansion during the development of obesity and 
metabolic disease. The changes produced in the conformation of the plasma membrane 
would serve to counteract the mechanical stress to which the cells are subjected as a 
consequence of the development of fibrosis in the tissue, especially in obese individuals 
of the IR and T2D group (Guzmán-Ruiz et al., 2020). On the other hand, CER levels 
experienced a decrease in the IR group, although they increased in the T2D group, 
suggesting that dysregulation of these lipid forms could be an aggravating factor in the 
development of metabolic disease (Kayser et al., 2019; Sokolowska & Blachnio-
Zabielska, 2019). In turn, the levels of SPs increased significantly in obese people with 
metabolic disease, which could be interpreted as a response mechanism to the oxidative 
stress that occurs in IR and T2D conditions. Our results support the hypothesis that, as 
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with oxidative stress, the lipid profile of adipose tissue in obese NG probably reflects an 
adaptive cellular defence response to the insults of obesity while the changes observed 
in the transition from the NG to IR phenotype correspond either to the accumulation of 
lipids with cytotoxic effects or to the loss of lipids with protective functions in the tissue. 
In this line, the results obtained by MALDI-IMS allowed to discriminate differences in the 
lipid footprint related to each of the groups studied, detecting a greater number of 
significant species between NG vs.T2D and IR vs. Specifically, in the obese IR and T2D, 
changes were detected in practically all the families of lipids with respect to the NG 
group. In addition, a significant increase in the levels of LPCs, LPEs and PAs was observed 
in the IR group with respect to the NG group. It should be noted that dysregulation of 
smooth forms has been correlated with inflammatory processes in obesity (from Bas et 
al., 2016) while PA is involved in insulin signalling processes through mTOR receptors 
(Fang et al., 2001; Zhang et al., 2012). Finally, the IR vs. T2D comparison showed 
significant differences in the concentration of EPLs, glycerophospholipids and 
ceramides, which could indicate that these lipids are involved in the worsening of the 
metabolic disease associated with obesity. Overall, these results are in line with what 
has been observed in our studies on murine models of obesity (thin vs. obese IR by HFD 
and litter), where these families of lipids appear as markers of adipose tissue dysfunction 
during the development of metabolic disease. 
 
As a complement to the results obtained at the quantitative level, a human SAT zonation 
analysis was conducted on some of the significant species detected among the three 
study groups. The results showed that SM(d18:1_22:0) sphingomyelin, whose levels 
were higher in the IR and T2D groups, accumulated preferentially in regions occupied by 
adipocytes. These results are consistent with previous studies, in which an excess of 
SPHs was associated with the development of insulin resistance (Li et al., 2011) and 
metabolic disease (Russo et al., 2013; Sui et al., 2019). In contrast, the distribution of 
EPLs was more heterogeneous in adipose tissue, except for the PC(P-16:0_20:5) species, 
whose distribution was associated with the stroma fraction in the NG group and whose 
levels were lower in the NG vs. IR comparison, but higher in T2D. Since it has been 
described that SPs can participate in a multitude of biological processes (Braverman & 
Moser, 2012; Dean & Lodhi, 2018), this differential distribution with respect to other 
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lipid species of the same family could suggest a more specific function within the adipose 
tissue. 
 
Taken together, these results indicate that the pathophysiological conditions underlying 
the development of obesity and insulin resistance or type 2 diabetes promote a 
substantial modification of the lipidome associated with adipose tissue, specifically 
affecting both the concentration of lipid species and their spatial distribution in the 
tissue. Likewise, our results show that, despite the complexity and heterogeneity 
present in studies using biological samples of human origin, the use of our optimized 
MALDI-IMS protocol in adipose tissue samples is very useful to predict the 
physiopathological state of each group of patients based on their lipid profile. Although 
many of the pathways related to the metabolism of specific lipid species are not yet fully 
known, there has been progress in the understanding of the general enzymes involved 
in the biosynthesis of many families of lipids. As a complement to lipidomic studies, a 
characterisation of the enzymes involved in the biosynthesis of SPs and EPLs was carried 
out, as they showed differential expression in obesity and IR. In relation to the 
biosynthesis of ether-lipids, our studies showed a differential temporal pattern during 
the process of adipogenesis, associated with two organelles involved in this biosynthetic 
process: peroxisomes and endoplasmic reticulum (Braverman & Moser, 2012). In this 
sense, we observe that the enzymes that catalyse the first steps of ether-lipid 
biosynthesis in peroxisomes (FAR1, GNPAT, AGPS), showed higher levels in early stages 
of adipogenesis (i.e., at the beginning of lipid accumulation in lipid droplets). On the 
other hand, the enzymes located in the ER (AGPAT3, CEPT1 and CHPT1), increased their 
levels of expression in later stages. Likewise, the results obtained in in vitro insulin 
resistance models suggest that the conditions of hyperglycaemia/hyperinsulinemia and 
inflammation suffered by adipose tissue in obesity could contribute, through their effect 
on adipocyte cell organelles, to dysregulation in the production of EPLs, with important 
potential consequences on the fluidity of the adipocyte plasma membrane and its 
response capacity to oxidative stress (Wallner and Schmitz, 2011; Brites et al., 2004). 
In addition, since ER stress and inflammatory markers have been described as elevated 
in patients suffering from obesity (Pagliassotti et al., 2016), we decided to analyse the 
protein expression of some ER and oxidative stress markers (BiP, GSS, CHOP, Catalase). 
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On the one hand, results showed that all enzymes, except CHOP, which reaches its 
activation peak on day 6 of differentiation, showed elevated expression levels from day 
3 of differentiation, with levels maintained at later stages. On the other hand, HGHI 
conditions affected ER stress to a greater extent, decreasing the protein content of BiP 
and increasing GSS levels, while TNFa treatment significantly altered catalase and 
adiponectin levels, reducing antioxidant defences and causing adipocyte dysfunction. 
With respect to the biosynthesis of SPs, our expression results showed a differential 
effect on the compartments to which the enzymes involved are associated. While SPs 
are produced in the Golgi apparatus or in the plasma membrane, ceramides can be 
produced at an intracellular level in the ER, be recycled by means of endolysosomes or 
be synthesised in the plasma membrane (Hannun & Obeid, 2018). In our studies, we 
observed that most enzymes experienced a significant change in their levels of 
expression from day 3 of cell differentiation, when cells begin to accumulate lipid 
droplets. Similarly, the expression of these enzymes reached either their maximum or 
minimum peak of expression once the adipocyte has completed its maturation and, 
consequently, there is a greater intracellular accumulation of lipids. On the other hand, 
the results of measuring the expression of enzymes related to sphingolipid biosynthesis 
in in vitro models of insulin resistance suggested that while treatment with HGHI could 
favour the biosynthesis of SPHs at an intracellular level and CERs in the plasma 
membrane, exposure to TNFa would cause a generalised decrease in the expression of 
all the enzymes involved. In conclusion, these results suggest a differential regulation of 
each lipid biosynthesis pathway in response to the different pathogenic processes that 
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INTRODUCCIÓN 
La obesidad es una enfermedad compleja y multifactorial en la que intervienen tanto 
factores genéticos como biológicos y socio-ambientales, incluyendo cambios en la pauta 
de alimentación y actividad física. El aumento del consumo de alimentos hipercalóricos 
y ultraprocesados, así como la implantación de un estilo de vida más sedentario, son 
causas fundamentales en la evolución de este problema de salud y económico a nivel 
mundial (Nyberg et al., 2018). Actualmente se estima que un 39% de la población tiene 
sobrepeso u obesidad (Chooi et al., 2019) y de seguir esta tendencia, se prevé que, para 
2025, la prevalencia mundial de obesidad alcanzará el 18% en hombres y estará por 
encima del 21% en mujeres, mientras que la obesidad severa será superior al 6% y 9% 
en hombres y mujeres, respectivamente (NCD Risk Factor Collaboration, 2016). Esta 
patología representa un factor de riesgo importante para el desarrollo de enfermedades 
cardiovasculares, diabetes tipo 2, dislipemia o cáncer (Amoretti et al., 2002; Czernichow 
et al., 2011; Singh et al., 2013). También está asociada con una disminución de la calidad 
de vida y según el grado de severidad y sus comorbilidades, con una reducción en la 
esperanza de vida de 5 a 20 años (Fontaine et al., 2003). Durante la obesidad, se produce 
una desregulación del balance entre la ingesta de calorías y el gasto energético, lo que 
se traduce en una acumulación masiva de lípidos en el tejido adiposo (Oussaada et al., 
2019).  
 
El tejido adiposo se ha considerado tradicionalmente como un almacén pasivo de las 
reservas energéticas del organismo, así como una estructura de aislamiento y 
protección mecánica para órganos vitales. Sin embargo, en la actualidad está 
claramente reconocido como un órgano endocrino productor de numerosos factores no 
sólo de carácter lipídico sino también proteico, las adipoquinas, que participan en la 
regulación de numerosos procesos fisiológicos y metabólicos. Existen dos tipos de tejido 
adiposo en el organismo, blanco (white adipose tissue, WAT) y marrón (brown adipose 
tissue, BAT), que se diferencian tanto por su función como por el tipo de moléculas 
señalizadoras que liberan (adipoquinas en WAT vs. Batoquinas en BAT) (Amaia 
Rodríguez et al., 2015; Villarroya et al., 2017). En el presente trabajo, hemos centrado 
nuestros estudios en WAT, que se encarga de almacenar el exceso de energía producido 
durante la ingesta en forma de triglicéridos (TGs), los cuales son acumulados a nivel 
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intracelular en el adipocito, o liberados al torrente sanguíneo en forma de ácidos grasos 
y glicerol durante periodos de ayuno y/o aumento de la demanda energética (Rosen & 
Spiegelman, 2006; Scherer, 2019; Stephens, 2012). 
 
Con respecto a las adipoquinas secretadas por WAT, incluye proteínas muy diversas que 
cumplen un rango heterogéneo de funciones, incluyendo, entre otras, la regulación del 
sistema inmune (Interleuquinas, TNFa y MCP-1), del apetito y la ingesta (leptina), 
metabolismo lipídico (RB- 4 y CETP), homeostasis glucídica (adiponectina, resistina, 
visfatina), angiogénesis (VEGF), regulación de la presión sanguínea (angiotensinógeno), 
hemostasia vascular (PAI-1), factores de crecimiento (TGFb) y proteínas de fase aguda y 
respuesta al estrés (haptoglobulina y 1a-acid glycoprotein) (Dutheil et al., 2018; Molica 
et al., 2015; Rodríguez et al., 2015).  Por otra parte, WAT se distribuye en dos 
localizaciones principales: visceral (TAV) y subcutáneo (TASC). Mientras que TAV se 
asocia comúnmente al desarrollo de patologías metabólicas como la diabetes tipo 2 y 
enfermedades cardiovasculares (Shuster et al., 2012), se ha propuesto que TASC podría 
cumplir una función protectora sobre el metabolismo lipídico en condiciones de 
obesidad, al servir como almacén del exceso de lípiods que ocurre en dichas condiciones 
(Tran & Kahn, 2010). De igual forma, se ha descrito que la distribución de WAT puede 
variar con respecto a la edad, sexo o factores genéticos. Si bien se observa una relación 
directamente proporcional entre la edad y la masa de grasa intraabdominal, también se 
ha descrito que los hombres tienden a acumular la grasa en regiones superiores 
(morfología androide) mientras que las mujeres lo hacen en la parte inferior del cuerpo 
(morfología ginoide) (Okosun et al., 2015). 
 
Los adipocitos, células especializadas en la acumulación de lípidos, son el principal 
componente del tejido adiposo. La diferenciación de las células precursoras de los 
adipocitos presentes en el tejido adiposo,  los preadipocitos, constituye un proceso 
complejo en el que intervienen de manera destacada tanto el receptor nuclear PPARg 
como diversos miembros de la familia de factores de transcripción C/EBP (Ghaben & 
Scherer, 2019; Vanessa Pellegrinelli et al., 2016; Pyrina et al., 2020). Los preadipocitos y 
células madre mesenquimales presentes en el tejido adiposo conforman, junto con 
células endoteliales y una variedad de células inmunes, incluyendo macrófagos, 
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linfocitos y neutrófilos,  la denominada fracción de estroma vascular (Elgazar-Carmon et 
al., 2008; Kintscher et al., 2008; Tchoukalova et al., 2004). La proporción de cada uno de 
estos tipos celulares puede variar, además de en relación con la edad, conforme al grado 
de inflamación y localización del tejido adiposo (Rosen & Spiegelman, 2014; Russo & 
Lumeng, 2018). De hecho, está ampliamente aceptado que la obesidad se asocia con un 
estado de inflamación crónica de bajo grado (Kane & Lynch, 2019; Lu et al., 2019; 
Schipper et al., 2012). El mantenimiento de un estado inflamatorio de manera crónica 
en obesidad provoca a su vez un desequilibrio en la proporción de células del sistema 
inmune, favoreciendo tanto un mayor grado de infiltración del tejido adiposo por parte 
de los macrófagos como cambios en el fenotipo de estos a un perfil pro-inflamatorio 
(Christiansen et al., 2005; Orecchioni et al., 2019; Wang et al., 2014). Las células del 
sistema inmune son críticas para el correcto funcionamiento del tejido adiposo en 
individuos sanos, por lo que la inflamación del tejido adiposo es considerada como un 
importante desencadenante de la disfunción metabólica asociada a obesidad (Crewe et 
al., 2017; DiSpirito & Mathis, 2015).  
 
Por otra parte, la capacidad de los adipocitos para incrementar su tamaño (hipertrofia) 
o su número y proporción (hiperplasia) constituye un mecanismo adaptativo esencial 
del tejido para poder afrontar una ingesta calórica excesiva de manera crónica. En 
condiciones normales, el volumen de los adipocitos está regulado por un balance entre 
los procesos de acumulación (lipogénesis) e hidrólisis de lípidos (lipolisis). Por su parte, 
el número de adipocitos está determinado por un balance entre los mecanismos de 
proliferación y los de regeneración celular por apoptosis. No obstante, en condiciones 
de obesidad, se produce una expansión alterada del tejido adiposo, lo que conlleva a la 
aparición de varios procesos patogénicos entre los que se incluyen la presencia de 
adipocitos hipertróficos y disfuncionales y el desarrollo de fibrosis e hipoxia, además del 
estado de inflamación mencionado anteriormente (Arner et al., 2010; Crewe et al., 
2017; Datta et al., 2018; Kahn et al., 2019; Weyer et al., 2000). Estos procesos conducen 
a una limitación en la capacidad de almacenamiento del tejido adiposo, provocando que 
sean redirigidos a otros tejidos como el músculo esquelético o el hígado y desencadenen 
el desarrollo de resistencia a insulina y enfermedad metabólica (Carobbio et al., 2017; 
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Danforth, 2000; Slawik & Vidal-Puig, 2007; Virtue & Vidal-Puig, 2010). En resumen, la 
obesidad puede definirse como una patología compleja y multifactorial en la que se 
produce una disfunción del tejido adiposo por intervención de numerosos mecanismos 
patogénicos (hipertrofia celular, inflamación, fibrosis o hipoxia) cuyas bases moleculares 
no son aún del todo conocidas. Por tanto, la identificación de marcadores asociados al 
desarrollo de enfermedades metabólicas en obesidad resulta esencial para profundizar 
en el conocimiento de esta patología y poder desarrollar estrategias dirigidas al 
diagnóstico y tratamiento de sus comorbilidades.  
 
En este contexto, las tecnologías ómicas han contribuido a alcanzar un mayor grado de 
comprensión sobre el alcance y complejidad de la desregulación presente en obesidad 
y síndrome metabólico (Han, 2016). En particular, los recientes avances obtenidos en 
técnicas analíticas de separación de biomoléculas, así como su combinación con la 
espectrometría de masas, han permitido detectar una gran variedad de especies 
lipídicas de manera rápida, sensible y fiable, usando una cantidad de muestra mínima 
(Blanksby & Mitchell, 2010; Han et al., 2012). La identificación y cuantificación de lípidos 
en muestras biológicas es un tema de interés en el ámbito de la investigación biomédica 
(Rustam & Reid, 2018) en general y, de manera más particular, en el campo de la 
obesidad, así como en las patologías asociadas (Hammarstedt et al., 2018). Aunque los 
estudios iniciales eran limitados en cuanto al tamaño y cobertura del lipidoma 
identificado, estudios poblacionales más recientes usando muestras de suero o plasma, 
han revelado roles potenciales para una amplia variedad de especies de lípidos en el 
desarrollo y evolución de la enfermedad metabólica (Meikle & Summers, 2017).  De igual 
manera, los mecanismos fisiológicos que conllevan a una alteración de la homeostasis 
lipídica en obesidad son complejos ya que involucran a un elevado número de especies 
lipídicas y sus rutas metabólicas de biosíntesis están interconectadas (Meikle & 
Summers, 2017). No obstante, se ha propuesto un papel para muchos esfingolípidos 
(ELs) y éter-fosfolípidos (EFLs) como componentes críticos en el desarrollo de obesidad 
y resistencia a insulina o diabetes tipo 2 sobre la base de los cambios observados en sus 
niveles plasmáticos basales (y, según algunos escasos estudios, en órganos metabólicos 
como higado y tejido adiposo) en dichas condiciones (Meikle & Summers, 2017). El 
conocimiento de los mecanismos que regulan la biosíntesis de estas formas lipídicas 
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podría servir para el desarrollo de nuevas dianas terapéuticas en obesidad y enfermedad 
metabólica. Por tanto, el objetivo principal de la presente Tesis doctoral ha sido 
identificar los cambios, cuantitativos y cualitativos, que afectan al lipidoma del tejido 
adiposo en condiciones de obesidad y resistencia a insulina, así como las posibles 
alteraciones que ocurren en las rutas de biosíntesis de los lípidos modificados en dichas 
condiciones. 
 
MATERIAL Y MÉTODOS 
Para llevar a cabo este objetivo general, hemos empleado múltiples estrategias para 
analizar el lipidoma del tejido adiposo en modelos murinos y humanos de obesidad, 
tanto a nivel cualitativo y cuantitativo como a nivel de distribución espacial de los lípidos 
presentes en dichos tejidos. También hemos analizado las rutas implicadas en la 
biosíntesis de ELs y EFLs en respuesta a procesos patogénicos asociados al desarrollo de 
resistencia a insulina en obesidad mediante el uso de modelos de adipocitos in vitro. 
 
Para investigar los cambios que se producen en el perfil y distribución espacial del 
lipidoma del tejido adiposo, se emplearon muestras congeladas de tejido adiposo 
subcutáneo (TASC) murino y humano, a los que se aplicó la técnica de espectrometría 
de masas de imagen, matrix-assisted laser desorption ionization- Imaging Mass 
Spectrometry (MALDI-IMS). En la optimización de cada una de las etapas de la técnica 
de MALDI-IMS se emplearon muestras de un modelo murino de obesidad mórbida 
inducido por dieta y tamaño de la camada previamente desarrollado por investigadores 
del IMIBIC (Novelle et al., 2017; Sánchez-Garrido et al., 2015). Los cortes seriados fueron 
obtenidos mediante el uso de un criostato y montados por descongelación sobre 
portaobjetos estándar para su tinción con hematoxilina/eosina o sobre portaobjetos 
conductivos ITO solos o en combinación con una cinta adhesiva de carbono, para su 
análisis por MALDI-IMS. Los experimentos de deposición de la matriz de ionización se 
hicieron empleando tres protocolos distintos (sublimación, estación robótica de sprayer 
y deposición seca) y cuatro matrices con propiedades y modos de ionización diferentes 
(DHA, DHB, DAN y MBT). Los espectros fueron obtenidos en polaridad positiva, usando 
un espectrómetro de masas 5800 MALDI-TOF/TOF en un rango m/z de 350 a 1100, con 
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una resolución lateral de 150 µm entre pixeles. En la calibración interna de los espectros 
se emplearon los reactivos comerciales Bradiquinina (BF1-7) y Angiotensina (AT2).  
Como complemento a los estudios de MALDI-IMS,  se usó un sistema de cromatografía 
líquida acoplado o bien a un espectrómetro de masas híbrido (QTOF) o bien a un 
analizador de tipo triplecuadrupolo (QqQ), que fueron aplicados a extractos lipídicos 
obtenidos a partir de muestras de tejido adiposo. Para ello, se llevó a cabo de manera 
previa un proceso de optimización de la extracción de lípidos a partir de dichas 
muestras, empleando dos tipos de extractantes en ratios distintos (MTBE y CM) y un 
protocolo de extracción sólida de la muestra (SPE).  
 
Para la caracterización de la huella lipídica asociada al desarrollo de obesidad y 
resistencia a insulina en tejido adiposo humano, se emplearon muestras de individuos 
obesos mórbidos normoglucémicos, insulinoresistentes y diabéticos tipo 2 (clasificados 
según criterios de la American Diabetes Association (ADA, 2019). Con respecto a las 
rutas implicadas en la biosíntesis de ELs y EFLs, hemos empleado la línea celular de 
adipocitos 3T3-L1, que fueron analizados durante el proceso de diferenciación inducido 
mediante exposición a cóctel hormonal. Usamos además dos modelos in vitro que 
mimetizan dos procesos patogénicos asociados a obesidad:   
hiperglucemia/hiperinsulinemia, mediante exposición de los adipocitos 3T3-L1 a altas 
concentraciones de glucosa (4,5 g/L) e insulina (100 nM) (24 h), o de inflamación,  por 
exposición a TNFa (5 nM, 24 h). El análisis de la expresión proteica se hizo por medio de 
immunoblotting de las enzimas implicadas tanto en el proceso de adipogénesis (Días 0-
3-6-9) como tras la exposición a ambos tratamientos (HGHI y TNFa). Finalmente, la 
evaluación de los niveles de expresión génica de los genes seleccionados se hizo 
mediante PCR a tiempo real, utilizando el sistema LightCycler® 96. 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
En las últimas décadas se ha incrementado el interés por investigar los mecanismos que 
subyacen en el desarrollo de obesidad, así como en la búsqueda de biomarcadores útiles 
que permitan predecir las alteraciones patológicas que se producen en el tejido adiposo 
y otros tejidos relacionados (Aleksandrova et al., 2020; López-Villar et al., 2015; Peinado 
et al., 2014). En este contexto, las técnicas ómicas han predominado en el campo de la 
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investigación clínica, encontrándose tanto estudios genómicos y transcriptómicos como 
de tipo proteómico en modelos animales y humanos de obesidad (Novelle et al., 2017; 
Aleksandrova et al., 2020). Sin embargo, mientras que se han llevado a cabo varios 
estudios proteómicos relacionados, incluyendo la caracterización de los componentes 
del tejido adiposo (Peinado et al., 2011; Diaz-Ruiz et al., 2015; Guzman-Ruiz et al., 2020), 
o la repuesta a la pérdida de peso tras cirugía bariátrica (Moreno-Castellanos et al., 
2016), los estudios de lipidómica del tejido adiposo son más limitados, a pesar de que 
los lípidos son componentes esenciales del organismo (Fuchs, 2014). Gracias a los 
recientes avances en el campo de la lipidómica, se han podido elucidar algunos de los 
mecanismos que participan en la desregulación lipídica que ocurre en obesidad y el 
desarrollo de enfermedad metabólica (Han, 2016). Precisamente, la lipidómica basada 
en espectrometría de masas está emergiendo como una potente herramienta analítica 
para investigar los cambios que se producen en la composición lipídica del tejido adiposo 
de modelos animales y humanos. En concreto, se han publicado algunos estudios 
relacionados con la obesidad, principalmente en muestras de suero y, en menor medida, 
sobre muestras de tejido (Henstridge & Bozaoglu, 2017). Sin embargo, hasta la fecha 
sólo se ha publicado un estudio lipidómico, muy recientemente, que analiza la 
distribución espacial de lípidos en este tipo de tejidos, altamente enriquecidos en lípidos 
(Fournelle et al., 2020). Por ello, durante el desarrollo de esta Tesis Doctoral, se han 
desarrollado y aplicado múltiples estrategias para llevar a cabo un análisis de la 
composición y distribución espacial del lipidoma del tejido adiposo. De esta forma, se 
pretende contribuir al estudio de la obesidad y resistencia a insulina, aportando nuevas 
herramientas analíticas que permitan dilucidar los mecanismos fisiopatológicos que se 
desregulan como consecuencia del desarrollo de enfermedad metabólica. 
 
La versatilidad de la técnica de MALDI-IMS para mapear cambios en la distribución de 
numerosos analíticos ha sido puesta de manifiesto en numerosas patologías (Korte et 
al., 2015; Lee et al., 2012; Stoeckli et al., 2001). Sin embargo, su aplicación en tejidos 
altamente enriquecidos en lípidos, como el tejido adiposo, carente de una estructura 
compacta y con una morfología blanda, dificultaba su aplicación, presumiblemente por 
la falta de protocolos adaptados y eficientes. En este tipo de muestras, se presenta un 
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gran desafío ya que los lípidos se movilizan al entrar en contacto con la matriz de 
ionización, impidiendo así el análisis de sus posiciones originales dentro del tejido. En 
consecuencia, en este trabajo se describen todas las estrategias llevadas a cabo para 
adaptar cada una de las etapas críticas de preparación de la muestra a las propiedades 
intrínsecas del tejido adiposo, incluyendo métodos de seccionamiento del tejido y de 
deposición de la matriz de ionización. Para la obtención de cortes seriados se probaron 
tanto estrategias de corte en seco como sobre muestras embebidas en soluciones de 
polímeros para reforzar su estructura. Por su parte, para la deposición de la matriz se 
emplearon cuatro matrices (DAN, MBT, DHA y DHB), ampliamente utilizadas en el 
análisis de lípidos (Leopold et al., 2018; Thomas et al., 2012; Perry et al., 2020) pero, al 
aplicarlas sobre la muestra por medio de diferentes estrategias de deposición 
(sublimador, estación robótica de sprayer y deposición seca), se produjo una difusión de 
lípidos en todos los casos. Asimismo, el uso de superficies alternativas para la deposición 
de la muestra, previamente descritas en otros estudios (König, 2008; Nimesh et al., 
2013; Norris & Caprioli, 2013; Zavalin et al., 2012; Zhang et al., 2012) resultaron ser 
inefectivas en la contención de los lípidos de la muestra. Finalmente, el uso de una cinta 
de carbón conductiva de carbón, previamente descrita en estudios de MALDI-IMS de 
proteínas con secciones completas de otros tejidos (Anderson et al., 2015; Khatib-
Shahidi et al., 2006) resultó determinante tanto para preservar la estructura anatómica 
del tejido como para minimizar la difusión de los analitos presentes en la muestra.  
 
Dado que se ha descrito que el método de aplicación influye de manera directa sobre la 
calidad de los espectros, se optimizó tanto la solución de la matriz como la forma de 
deposición sobre la muestra (simple o combinada). Está ampliamente aceptado que 
factores como la manipulación de la muestra, la supresión iónica o la normalización, 
pueden influir sobre la cuantificación de las imágenes obtenidas por espectrometría de 
masas (Irie et al., 2014; Shobo et al., 2016; Stepanka et al., 2019). Por ello, nuestros 
análisis fueron respaldados por LC-MS/MS para concederle un mayor grado de robustez 
a las anotaciones lipídicas. Como paso previo, se llevó a cabo una optimización del 
protocolo de extracción de lípidos, en la que se probaron distintos extractantes (MTBE 
y CM) y dos tipos de analizadores (QTOF y QqQ). Los resultados obtenidos nos 
permitieron establecer el lipidoma del TASC de rata, en el cual detectamos una 
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predominancia (57% del lipidoma total) de formas de fosfatidilcolina (PCs, Liso-PCs, PC-
Os y PC-Ps) así como una proporción elevada de SMs (9% del lipidoma total).  En 
conclusion, en este trabajo hemos establecido por primera vez una metodología 
específica para el análisis de secciones de tejido adiposo mediante MALDI-IMS en la que 
se incluyen estrategias complementarias de validación y anotación mediante LC-MS/MS. 
Para llevarlo a cabo, en nuestro protocolo las secciones fueron depositadas sobre una 
cinta de carbón conductiva y posteriormente recubiertas con la matriz DHB como paso 
previo a su análisis. Una vez validado nuestro protocolo, se analizó el perfil lipídico de 
modelos de obesidad animal inducida por dieta (dieta alta en grasa, HFD) y tamaño de 
camada. Estos estudios permitieron revelar importantes diferencias en la composición 
del lipidoma asociado al tejido adiposo durante el desarrollo de obesidad. En concreto, 
los resultados mostraron que la combinación de ambos efectos obesogénicos, camada 
pequeña y HFD, producían una remodelación del perfil lipídico en TASC, así como un 
incremento de la concentración total de lípidos, al mismo tiempo que sugerían que cada 
familia de lípidos se encuentra regulada de manera independiente por mecanismos que 
podrían asociarse a la función que cumplen dentro del tejido. Notablemente, 
observamos cambios significativos en la proporción de PLs constituidos por colina (LPC-
Ps y PC-Ps) así como un descenso numérico, aunque no significativo, en la concentración 
total de lípidos estructurales de la membrana plasmática (PEs y SMs) y señalizadores 
(PIs), si bien se encontraron diferencias en especies representativas de dichas familias. 
En este contexto, gracias a las imágenes obtenidas por MALDI-IMS, pudimos monitorizar 
los cambios en la zonación de las especies lipídicas SM(d18:0_18:2), PC(O-16:0_16:1) y 
PE(P-16:0_20:0). De esta manera, la especie SM(d18:0_18:2), aumentada en los 
animales obesos, estaba enriquecida en áreas ocupadas mayoritariamente por 
adipocitos, mientras que PC(O-16:0_16:1) y PE(P-16:0_20:0), con niveles reducidos en 
animales obesos, se correlacionaban con la fracción de estroma vascular. En su 
conjunto, estos resultados refuerzan la hipótesis de que, durante la obesidad, se 
produce una desregulación de la composición de las membranas celulares, modificando 
la proporción de lípidos esenciales y estructurales como los plasmalógenos (PLs) y las 
esfingomielinas (SMs), lo que puede repercutir en funciones esenciales de la fisiología 
del adipocito como la señalización celular o el tráfico y metabolismo de lípidos. 
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De forma similar a lo observado en el modelo animal, el análisis del perfil lipídico de 
TASC de sujetos obesos con diferente grado de sensibilidad a insulina reveló una 
modificación del lipidoma asociado a los diferentes grupos de estudio. Por un lado, se 
observó que durante el desarrollo de IR/T2D se produce un incremento en el contenido 
total de lípidos, siendo destacable el aumento de glicerofosfolípidos en general y EFLs 
en particular. Asimismo, se detectó una disminución en el contenido de SMs en los 
grupos IR y T2D con respecto al grupo NG. Dadas las funciones ejercidas por estos lípidos 
(Santos & Preta, 2018), estos resultados sugieren que la remodelación de las 
membranas celulares, sobre todo en adipocitos hipertróficos, podría constituir un 
mecanismo adaptativo del tejido adiposo para facilitar su expansión durante el 
desarrollo de obesidad y enfermedad metabólica. Los cambios producidos en la 
conformación de la membrana plasmática servirían para contrarrestar el estrés 
mecánico al que se ven sometidas las células como consecuencia del desarrollo de 
fibrosis en el tejido, especialmente en los individuos obesos del grupo IR y T2D (Guzmán-
Ruiz et al., 2020). Por otro lado, los niveles de CERs experimentaron un descenso en el 
grupo IR, aunque aumentaron en el grupo T2D, sugiriendo que la desregulación de estas 
formas lipídicas podría ser un factor agravante del desarrollo de enfermedad metabólica 
(Kayser et al., 2019; Sokolowska & Blachnio-Zabielska, 2019). Por su parte, los niveles de 
PLs aumentaron de manera significativa en los obesos con enfermedad metabólica, lo 
que podría interpretarse como un mecanismo de respuesta frente al estrés oxidativo 
que se produce en condiciones de IR y T2D. Nuestros resultados apoyan la hipótesis de 
que, al igual que ocurre con el estrés oxidativo, el perfil lipídico del tejido adiposo de 
obesos NG probablemente refleja una respuesta adaptativa de defensa celular frente a 
los insultos propios de la obesidad mientras que los cambios observados en la transición 
del fenotipo NG a IR corresponden o bien a la acumulación de lípidos con efectos 
citotóxicos o bien a la pérdida de lípidos con funciones protectoras en el tejido. En esta 
línea, los resultados obtenidos mediante MALDI-IMS permitieron discriminar diferencias 
en la huella lipídica asociada a cada uno de los grupos estudiados, detectándose un 
mayor número de especies significativas entre los grupos NG vs.T2D e IR vs. T2D. En 
concreto, en los obesos IR y T2D se detectaron cambios en prácticamente todas las 
familias de lípidos con respecto al grupo NG. Además, se observó un incremento 
significativo de los niveles de LPCs, LPEs y PAs en el grupo IR con respecto al grupo NG 
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Cabe destacar que la desregulación de formas liso se ha correlacionado con procesos 
inflamatorios en obesidad (del Bas et al., 2016) mientras que el PA participa en los 
procesos de señalización de la insulina a través de los receptores mTOR (Fang et al., 
2001; Zhang et al., 2012). Finalmente, la comparativa IR vs. T2D mostró diferencias 
significativas en la concentración de EFLs, glicerofosfolípidos y ceramidas, lo que podría 
indicar que estos lípidos están implicados en el empeoramiento de la enfermedad 
metabólica asociada a obesidad. En conjunto, estos resultados van en consonancia con 
lo observado en nuestros estudios sobre el modelos murino de obesidad (delgados vs. 
obesos IR por HFD y camada), donde estas familias de lípidos aparecen como 
marcadores de disfunción del tejido adiposo durante el desarrollo de enfermedad 
metabólica.  
 
De manera complementaria a los resultados obtenidos a nivel cuantitativo, se llevó a 
cabo un análisis de zonación de TASC humano sobre algunas de las especies 
significativas que se detectaban entre los tres grupos de estudio. Los resultados 
mostraron que la esfingomielina SM(d18:1_22:0), cuyos niveles eran más elevados en 
los grupos IR y T2D, se acumulaba de manera preferente en regiones ocupadas por 
adipocitos. Estos resultados van en consonancia con estudios previos, en los que se 
relacionaba un exceso de SMs con el desarrollo de resistencia a insulina (Li et al., 2011) 
y enfermedad metabólica (Russo et al., 2013; Sui et al., 2019). En cambio, la distribución 
de los EFLs era más heterogénea en el tejido adiposo, a excepción de la especie PC(P-
16:0_20:5), que se asociaba su distribución a la fracción de estroma vascular en el grupo 
NG y cuyos niveles eran menores en la comparativa NG vs. IR, pero mayores en T2D. 
Puesto que se ha descrito que los PLs pueden participar en una multitud de procesos 
biológicos (Braverman & Moser, 2012; Dean & Lodhi, 2018), esta distribución diferencial 
con respecto a otras especies lipídicas de su misma familia podría sugerir una función 
más específica dentro del tejido adiposo.  
 
En su conjunto, estos resultados indican que las condiciones fisiopatológicas que 
subyacen en el desarrollo de obesidad y resistencia a insulina o diabetes tipo 2, 
promueven una modificación sustancial del lipidoma asociado al tejido adiposo, 
afectando de manera específica tanto a la concentración de especies de lipídicas como 
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a su distribución espacial en el tejido. Asimismo, nuestros resultados ponen de 
manifiesto que, a pesar de la complejidad y heterogeneidad presente en los estudios 
que emplean muestras biológicas de origen humano, el uso de nuestro protocolo 
optimizado de MALDI-IMS en muestras de tejido adiposo es de gran utilidad para 
predecir el estado fisiopatológico de cada grupo de pacientes en base a su perfil lipídico. 
A pesar de que aún se desconocen en su totalidad muchas de las rutas relacionadas con 
el metabolismo de especies lipídicas concretas, sí se ha avanzado en el conocimiento 
sobre las enzimas generales que participan en la biosíntesis de muchas familias de 
lípidos. De manera complementaria a los estudios lipidómicos, se llevó a cabo una 
caracterización de las enzimas implicadas en la biosíntesis de ELs y EFLs, puesto que 
presentaban una expresión diferencial en obesidad e IR. En relación a la biosíntesis de 
éter-lípidos, nuestros estudios mostraron un patrón temporal diferencial durante el 
proceso de adipogénesis, asociado a dos orgánulos que intervienen en dicho proceso 
biosintético: peroxisomas y retículo endoplásmico (Braverman & Moser, 2012). En este 
sentido, observamos que las enzimas que catalizan los primeros pasos de la biosíntesis 
de éter-lípidos en peroxisomas (FAR1, GNPAT, AGPS), mostraban niveles más elevados 
en etapas tempranas de la adipogénesis (i.e., al inicio de la acumulación de lípidos en 
gotas lipídicas). Por su parte, las enzimas localizadas en el RE (AGPAT3, CEPT1 y CHPT1), 
incrementaban sus niveles de expresión en fases más tardías. Asimismo, los resultados 
obtenidos en los modelos de resistencia a insulina in vitro sugieren que las condiciones 
de hiperglucemia/hiperinsulinemia y la inflamación que sufre el tejido adiposo en 
obesidad podría contribuir, mediante su efecto sobre los orgánulos celulares del 
adipocito, a la desregulación en la producción de EFLs, con importantes consecuencias 
potenciales en la fluidez de la membrana plasmática del adipocito y en su capacidad de 
respuesta frente al estrés oxidativo (Wallner y Schmitz, 2011; Brites et al., 2004). 
 
Adicionalmente, dado que se ha descrito que los marcadores inflamatorios y de estrés 
del RE se encuentran elevados en pacientes que sufren obesidad (Pagliassotti et al., 
2016), nos propusimos analizar la expresión proteica de algunos marcadores de estrés 
oxidativo y del RE (BiP, GSS, CHOP, Catalasa). Por un lado, los resultados mostraron que 
todas las enzimas, excepto CHOP, que alcanza su pico de activación a día 6 de 
diferenciación, mostraban niveles de expresión elevados a partir del día 3 de 
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diferenciación, con niveles mantenidos en etapas posteriores. Por otro lado, las 
condiciones de HGHI afectaron en mayor medida al estrés del RE, disminuyendo el 
contenido proteico de BiP y aumentando los niveles de GSS, mientras que el tratamiento 
con TNFa alteró de manera significativa los niveles de catalasa y adiponectina, 
reduciendo las defensas antioxidantes y provocando una disfunción de los adipocitos.  
Con respecto a la biosíntesis de ELs, nuestros resultados de expresión mostraban un 
efecto diferencial sobre los compartimentos a los que se asocian las enzimas implicadas. 
Mientras que las SMs son producidas en el aparato de Golgi o en la membrana 
plasmática, las ceramidas pueden producirse a nivel intracelular en el RE, ser recicladas 
por mediación de los endolisosomas o sintetizarse en la membrana plasmática (Hannun 
& Obeid, 2018). En nuestros estudios, observamos que la mayoría de las enzimas 
experimentaron un cambio significativo en sus niveles de expresión a partir del día 3 de 
diferenciación celular, momento en el que las células comienzan a acumular gotas 
lipídicas. De igual forma, la expresión de estas enzimas alcanzó o bien su pico máximo o 
mínimo de expresión una vez el adipocito ha completado su maduración y, en 
consecuencia, se produce una mayor acumulación intracelular de lípidos. Por otra parte, 
los resultados de medida de expresión de las enzimas relacionadas con la biosíntesis de 
esfingolípidos en modelos in vitro de resistencia a insulina sugerían que mientras el 
tratamiento con HGHI podría favorecer la biosíntesis de SMs a nivel intracelular y CERs 
en la membrana plasmática, la exposición a TNFa provocaría un descenso generalizado 
de la expresión de todas las enzimas implicadas. En conclusión, estos resultados 
sugieren una regulación diferencial de cada ruta de biosíntesis de lípidos en respuesta a 
los diferentes procesos patogénicos que se activan en obesidad y que, en conjunto, 











































  INTRODUCCIÓN 
- 27 - 
 
1. Obesidad 
La Organización Mundial de la Salud (OMS) define la obesidad como un trastorno de 
acumulación excesiva de grasa que tiene efectos sobre la salud y que se diagnostica en 
individuos con un índice de masa corporal superior a 30 kg/m2 (Prospective Studies, 
2009). No obstante, es una enfermedad compleja y multifactorial en cuyo desarrollo 
intervienen tanto factores genéticos y biológicos como socio-ambientales, incluyendo 
cambios en la alimentación y una disminución de la actividad física ("Health Effects of 




Figura 1. Evaluación del grado de obesidad conforme al índice de masa corporal. Fuente: Center for Disease 
Control and Prevention (CDC, EE.UU.). 
La obesidad representa un factor de riesgo importante para el desarrollo de 
enfermedades cardiovasculares (hipertensión, infarto de miocardio y accidente 
cerebrovascular), metabólicas (diabetes mellitus tipo 2 e hígado graso) y ciertos tipos de 
cáncer (Amoretti et al., 2002; Czernichow et al., 2011; Singh et al., 2013). Además, está 
asociada con una disminución de la calidad de vida y en función del grado de severidad 
y sus comorbilidades, con una reducción de 5 a 20 años en la esperanza de vida 
(Fontaine et al., 2003). El aumento del consumo de alimentos ultraprocesados e 
hipercalóricos y la implantación generalizada de un estilo de vida más sedentario 
constituyen las principales causas de la evolución de este problema de salud y 
económico a nivel mundial ("Health Effects of Overweight and Obesity in 195 Countries 
over 25 Years," 2017; Nyberg et al., 2018). De hecho, los ratios de prevalencia de 
obesidad y sobrepeso se han llegado a triplicar desde 1980 y actualmente se estima que 
en torno al 39% de la población mundial tiene sobrepeso u obesidad (Chooi et al., 
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2019a). Así, se ha estimado que, de seguir la tendencia de crecimiento observada en las 
últimas décadas,  en el año 2025 la prevalencia mundial de obesidad alcanzará el 18% 
en hombre y estará por encima del 21% en mujeres, mientras que la obesidad severa 
(i.e., mórbida) será superior al 6% y 9% en hombres y mujeres, respectivamente (NCD 
Risk Factor Collaboration, 2016).  
 
A nivel global, la proporción de individuos con sobrepeso pasó del 25,4% al 38,5% en 
hombres y del 27,8% al 39,4% en mujeres, en el intervalo de tiempo comprendido entre 
1980 y 2015 Chooi et al. (2019b). De igual forma, la prevalencia de obesidad pasó del 
5% en 1980 al 10,1% obtenido en 2015 para el grupo de hombres y del 8,9% al 14,8% en 
mujeres. El análisis de los datos por regiones y países señaló a la Unión Europea y el 
continente americano como las regiones con mayor prevalencia de obesidad (22,9% y 
28,3%, respectivamente) y sobrepeso (59,6% y 64,2%, respectivamente) (Chooi et al., 
2019a). En cambio, la región Este del Pacífico y el Sudeste Asiático fueron las regiones 
con una menor prevalencia de obesidad (4,9% y 6,2%, respectivamente) y sobrepeso 
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Figura 2. Incrementos en la prevalencia de obesidad a lo largo del tiempo. La figura representa cómo el 
número de adultos con obesidad ha aumentado de forma alarmante en el transcurso de las últimas 
décadas. Los datos muestran el porcentaje de individuos obesos por cada país entre los años 1975 (a) y 
2014 (b). Tomado de Blüher et al. (2019). 
 
Las recomendaciones de salud actuales están basadas en el hecho de que, durante la 
obesidad, se produce una desregulación del balance entre la ingesta de calorías y el 
gasto energético (Oussaada et al., 2019). Desde el punto de vista evolutivo, el ser 
humano y sus predecesores tuvieron que sobrevivir en condiciones prolongadas de 
desnutrición, lo que favorecería la preservación de genotipos basados en la 
sobrealimentación y la contención del gasto energético por reducción de la actividad 
física. De esta manera, se promovieron aquellas variantes genéticas capaces de comer 
más rápidamente, reabsorber un alto numero de calorías, y expandir las reservas de 
energía en el tejido adiposo de manera eficiente (Yanovski, 2018).  
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Figura 3. Factores que influencian el balance energético y contribuyen al desarrollo de obesidad. La 
ganancia de peso se produce gracias a la combinación de los efectos de una sobrealimentación y un 
descenso del gasto energético junto a una inactividad física. Tomado de Blüher et al. (2019). 
 
Actualmente, los esfuerzos en investigación se centran en el estudio de los mecanismos 
biológicos que subyacen en la obesidad, de tal manera que sea posible diseñar 
estrategias óptimas que conduzcan a mantener un peso corporal saludable. Para ello, 
se han estudiado tanto los mecanismos que controlan el apetito a nivel del sistema 
nervioso central como los que operan a nivel del tejido adiposo, el intestino o 
relacionados con la función hepática (Heymsfield & Wadden, 2017; Murray et al., 2014).  
El papel clave de ciertas regiones del cerebro se hizo evidente gracias a los estudios con 
modelos animales que desarrollaban tumores en el hipotálamo y presentaban un 
comportamiento anormal en la búsqueda de alimentos (Anand & Brobeck, 1951; 
Farooqi, 2014). Por su parte, el descubrimiento de una mutación en el gen ob que 
codifica para la leptina y que causaba obesidad severa en ratones ob/ob (Coleman & 
Hummel, 1969), permitió establecer una relación causal entre los circuitos neurales del 
sistema nervioso central que controlan la homeostasis energética y la señal de tejidos 
periféricos como el tejido adiposo (Farooqi & O'Rahilly, 2014).  En consonancia, se ha 
descubierto que ciertas mutaciones en los genes que codifican para la leptina (Farooqi 
et al., 1999; Montague et al., 1997) o su receptor (Clément et al., 1998), pueden causar 
obesidad severa en humanos, sugiriendo la importancia de los factores biológicos en la 
patogénesis de la obesidad.  
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Por otra parte, los estudios llevados a cabo en individuos gemelos y de adopción 
sugirieron que la obesidad podría tener un componente genético, estimando un 
porcentaje de heredabilidad de entre el 40 y 70% entre individuos (Börjeson, 1976; 
Stunkard et al., 1990). Sin embargo, los estudios genéticos de asociación de todo el 
genoma (GWAS) revelaron que sólo el 2% de la variabilidad detectada en el IMC de los 
sujetos estudiados se debía a la presencia de polimorfismos comunes de un solo 
nucleótido (Hebebrand et al., 2010; Speliotes et al., 2010). Por tanto, estos resultados 
serían determinantes para confirmar que los factores genéticos no son suficientemente 
potentes para el explicar el aumento de la prevalencia de obesidad observado a lo largo 
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2. Tejido adiposo 
 
El tejido adiposo ha sido considerado tradicionalmente un tejido de almacén de la 
energía en el organismo, así como mecanismo de aislamiento y protección mecánica 
para determinados órganos vitales. Sin embargo, en las últimas décadas ha cambiado 
radicalmente el concepto de tejido adiposo y hoy en día se acepta que es un tejido 
altamente dinámico, capaz de sintetizar y secretar numerosos factores no sólo de 
carácter lipídico sino también proteico, interviniendo de manera directa en la regulación 
de mecanismos fisiológicos y metabólicos.  
 
En primer lugar, se describió que secretaba hormonas esteroideas (Whitworth & Meeks, 
1985) y posteriormente, tras el descubrimiento de la leptina en 1994 (Zhang et al., 
1994), se le reconoce su papel como órgano endocrino. Es a partir de entonces, cuando 
se han ido identificando los numerosos factores que se liberan por este tejido y que 
cumplen tanto funciones endocrinas como autocrinas y paracrinas [hasta 58 distintos, 
según Amaia Rodríguez et al. (2015)]. 
 
2.2.- Tipos de tejido adiposo. 
 
El tejido adiposo se divide en dos tipos principales: tejido adiposo blanco (WAT: white 
adipose tissue) y el tejido adiposo marrón (BAT: brown adipose tissue). Por un lado, el 
WAT es el principal tejido de almacén de energía del organismo y su función más 
conocida es la de transformar y almacenar el exceso de energía producido durante la 
ingesta en forma de triglicéridos (TGs) acumulados en el interior del adipocito (Scherer, 
2019). No obstante, esta función puede revertirse en periodos de ayuno y/o incremento 
del gasto energético, liberando ácidos grasos y glicerol a través del torrente sanguíneo 
y transportándolos a otros tejidos, donde serán oxidados para obtener energía (Rosen 
& Spiegelman, 2006; Scherer, 2019; Stephens, 2012).  
 
En contraste, el BAT cumple una misión fisiológica distinta, ya que se encarga de 
metabolizar los ácidos grasos con el fin de producir calor en respuesta al frío y las bajas 
temperaturas (Cannon & Nedergaard, 2004). Para llevar a cabo esta función requiere de 
la participación de la proteína Uncoupling Protein-1 (UCP1), encargada de interrumpir 
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el acoplamiento de la cadena respiratoria a la ATP sintetasa, lo cual permite a su vez la 
liberación de calor (Cannon & Nedergaard, 2004).  Estos dos tipos de tejido adiposo 
también se diferencian en las moléculas señalizadoras que liberan cada uno de ellos 
(adipoquinas en WAT vs. Batoquinas en BAT) (Amaia Rodríguez et al., 2015; Villarroya et 
al., 2017). Notablemente, estudios recientes han demostrado la existencia de adipocitos 
con capacidad termogénica en el WAT, los denominados adipocitos beige o brite 
(brown-into-white), que emergen en respuesta al frío ambiental y otros estímulos y que 
también participan en el mantenimiento tanto del tejido adiposo como de la 
homeostasis corporal (Scherer, 2019). 
 
En relación con las adipoquinas secretadas por WAT, se trata de proteínas muy diversas 
en cuanto a estructura química y cumplen un rango heterogéneo de funciones 
fisiológicas. Muchas de estas funciones están relacionadas con el sistema inmune, ya 
que entre las adipoquinas figuran algunas interleuquinas (IL-1b, IL-6, IL-8, IL-10, IL-4, IL-
13), el factor de necrosis tumoral (TNFa) y la proteína quimiotáctica de monocitos (MCP-
1). El descubrimiento de la relación del tejido con este tipo de proteínas permitió 
establecer un nexo entre inflamación y obesidad, ya que en condiciones de exceso de 
tejido adiposo se incrementa la secreción de adipoquinas proinflamatorias por parte de 
dicho tejido (Mathieu et al., 2009; Maximus et al., 2020; Molica et al., 2015).  
 
Asimismo, entre las adipoquinas se incluyen también proteínas que intervienen en 
procesos como la regulación del apetito y la ingesta (leptina), metabolismo lipídico (RB-
4 y CETP), homeostasis glucídica (adiponectina, resistina, visfatina), angiogénesis 
(VEGF), regulación de la presión sanguínea (angiotensinógeno) y hemostasia vascular 
(PAI-1), factores de crecimiento (TGFb) y proteínas de fase aguda y respuesta al estrés 
(haptoglobulina y 1a-acid glycoprotein) (Dutheil et al., 2018; Molica et al., 2015; Amaia 
Rodríguez et al., 2015).  
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Figura 4.Procesos fisiológicos y metabólicos regulados por el WAT mediante la secreción de adipoquinas. 
CETP: proteína transferidora de ésteres de colesterol; IL1: interleucina-1; IL1Ra: antagonista del receptor 
de la interleucina-1; IL4: interleucina-4; IL6: interleucina-6; IL8: interleucina-8; IL10: interleucina-10; IL18: 
interleucina-18; MCP-1: proteína quimioatrayente de monocitos-1; NGF: factor de crecimiento nervioso; 
NPY: neuropéptido Y; RBP-4: proteína ligadora de retinol-4; TGFb: factor de crecimiento transformante b; 
TNFa: factor de necrosis tumoral alfa; VEGF: factor de crecimiento del endotelio vascular. Adaptado de 
Ràfols et al. (2014) y Rodríguez et al. (2015). 
 
2.3.- Localizaciones del tejido adiposo 
 
El esquema de clasificación más común del tejido adiposo distingue entre dos 
localizaciones principales de los depósitos de WAT: intraabdominal (TAI) y subcutáneo 
(TASC). Por un lado, el TAI incluye los depósitos omental, mesentérico, retroperitoneal, 
gonadal y pericárdico (Wajchenberg, 2000), que se asocian comúnmente a trastornos 
metabólicos como la diabetes tipo 2 y enfermedades cardiovasculares, especialmente 
la grasa omental (Shuster et al., 2012). Por otro lado, el TASC se encuentra situado en 
varias localizaciones por debajo de la piel, incluyendo abdomen y la región 
gluteofemoral (Kwok et al., 2016) y se ha descrito que cumple una función protectora 
sobre el metabolismo lipídico (Tran & Kahn, 2010).  
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Figura 5. Distribución del WAT y BAT en humanos. Adaptado de Gesta et al. (2008) y Hepler et al. (2016) 
De igual forma, se ha descrito que la distribución del WAT varía con la edad, el sexo o 
factores genéticos. Por un lado, se observa que al avanzar en edad se produce una 
mayor tendencia a incrementar la grasa intraabdominal, al mismo tiempo que se 
disminuye la subcutánea, incluso en individuos con peso e índice de masa corporal (IMC) 
estable (Esteve Ràfols, 2014). Con respecto al sexo, existe un dimorfismo sexual en 
cuanto a distribución de la grasa corporal ya que en mujeres predomina la acumulación 
de grasa en la parte inferior del cuerpo, conformando la denominada morfología ginoide 
o de tipo pera mientras que, en hombres, tiende a acumularse en las regiones 
superiores, lo que se conoce como morfología androide o de tipo manzana (Okosun et 
al., 2015). 
 
Por otra parte, el BAT se encuentra localizado mayoritariamente en las regiones cervical, 
supraclavicular y paravertebral (Hepler & Gupta, 2017), pero su presencia disminuye 
rápidamente tras el nacimiento y, hasta el descubrimiento de la grasa beige, sólo se 
consideraba significativo en el caso de pacientes con feocromocitoma (English et al., 
1973) o en sujetos expuestos de manera prolongada a condiciones hipotérmicas 
(Huttunen et al., 1981). De hecho, los resultados obtenidos mediante tomografía por 
emisión de positrones (PET) en sujetos expuestos a climas extremos, permitió dilucidar 
que las regiones con grasa beige funcional son más frecuentes en mujeres que en 
hombres, así como que éstas van disminuyendo conforme avanza la edad y se 
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avanzada (Cypess et al., 2009). Estos resultados parecen evidenciar que el tejido adiposo 
beige posee funciones esenciales con respecto al metabolismo energético de humanos 
adultos y al mismo tiempo sugieren su posible uso como diana terapéutica para el 
tratamiento de la obesidad. 
 
En esta Tesis Doctoral hemos centrado nuestros estudios en WAT al que, a partir de este 
momento y por motivos de simplificación, nos referiremos como “tejido adiposo”.  
 
2.4.- Componentes del tejido adiposo 
 
Los adipocitos, células grandes especializadas en la acumulación de lípidos, son las 
células más representativas del tejido adiposo. Dado el tamaño de los adipocitos una 
vez alcanzan la madurez y las observaciones al microscopio óptico de secciones 
histológicas, se pensaba que eran las únicas células que componían ese tejido (Esteve 
Ràfols, 2014). Sin embargo, hoy en día se conoce que el tejido adiposo presenta una 
mayor heterogeneidad celular. En concreto, en torno al 60% del TASC y cerca del 80% 
del TAI corresponden a la denominada fracción del estroma vascular (Tchoukalova et 
al., 2004). Esta fracción está formada por preadipocitos y células madre mesenquimales, 
células endoteliales y una variedad de células inmunes, incluyendo macrófagos,  
linfocitos y neutrófilos  (Elgazar-Carmon et al., 2008; Kintscher et al., 2008; Tchoukalova 
et al., 2004). Aunque se estima que el tejido adiposo de individuos obesos esta 
compuesto por un 10% de preadipocitos y un 10% de macrófagos, la proporción de los 
diferentes tipos celulares presentes en el estroma vascular puede variar conforme al 
grado de inflamación y la localización del tejido adiposo (Rosen & Spiegelman, 2014; 
Russo & Lumeng, 2018).  
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Figura 6. Composición del tejido adiposo blanco. (A) Adipocitos maduros (B) Matriz extracelular (C) 
Capilares sanguíneos (D) Estroma Vascular (E) Preadipocitos. Fuente: Adipose Tissue Regenerative 
Medicine Stem Cells. Derechos de autor: Robert W. Alexander y Steve Tatman. 
 
De hecho, actualmente se acepta que existe una relación estrecha entre el sistema 
inmune y el tejido adiposo, de manera que la obesidad se asocia con un estado de 
inflamación crónica de bajo grado (Kane & Lynch, 2019; Lu et al., 2019; Schipper et al., 
2012). Por una parte, la abundancia de macrófagos en el WAT está directa y 
proporcionalmente correlacionada con el tamaño del tejido adiposo (Curat et al., 2004; 
Lu et al., 2019). Asimismo, los macrófagos son los encargados principales de la secreción 
de citoquinas pro-inflamatorias por parte del tejido adiposo obeso, como TNFa o las 
interleuquinas IL-6, IL-8 e IL-1b, por lo que están íntimamente relacionados con los 
estados de inflamación presentes durante el desarrollo de obesidad (Lu et al., 2019; 
Mathieu et al., 2009). Por otra parte, también se ha descrito que la respuesta del sistema 
inmune al estado de inflamación comienza con la activación de neutrófilos (Kane & 
Lynch, 2019). Estudios recientes con ratones obesos permitieron observar cómo en 
etapas iniciales de su alimentación con dieta alta en grasa, se produce una infiltración 
del WAT por parte de los neutrófilos mientras que en etapas tardías se produce una 
infiltración masiva por parte de los macrófagos (Elgazar-Carmon et al., 2008). 
 
El mantenimiento de un estado inflamatorio de manera crónica, tal y como ocurre en 
obesidad, provoca un desequilibrio en la relación entre células pro-inflamatorias y anti-
inflamatorias, desencadenando a su vez que los macrófagos adquieran distintos 
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fenotipos en función de los estímulos que reciban (Orecchioni et al., 2019; Wang et al., 
2014). De esta manera, los macrófagos activados son clasificados en tipo 1 (M1), con 
función pro-inflamatoria y acción microbicida; tipo 2 (M2), con propiedades 
antiinflamatorias y activados en respuesta a la liberación de IL-4 y/o IL-13 (tipo M2a), 
que pueden ser secretados por adipocitos (Gordon, 2003). También se ha descrito que 
la liberación de MCP-1 por parte de los adipocitos maduros, provoca un incremento del 
grado de infiltración del tejido adiposo por monocitos sanguíneos, favoreciendo así la 
acumulación de macrófagos característica del tejido adiposo obeso (Christiansen et al., 
2005).  
 
2.5.- Dinámica celular del tejido adiposo.  
 
La cantidad de tejido adiposo en el adulto vendrá determinada por la capacidad de los 
adipocitos para incrementar su tamaño (hipertrofia) o su número y proporción 
(hiperplasia). Tradicionalmente, se consideraba que la hiperplasia en adultos sólo se 
producía cuando los adipocitos alcanzan su tamaño máximo, de manera que se 
estimulaba a una célula precursora y se generaba una nueva célula adiposa capaz de 
mantener la expansión del tejido adiposo. Sin embargo, hoy en día se acepta que este 
proceso esta fuertemente regulado por muchos factores y que estímulos obesogénicos 
como una dieta alta en grasa pueden generar la proliferación de células precursoras sin 
necesidad de una señal por parte de adipocitos hipertrofiados (Rosen, 2015).  
 
En condiciones normales, el volumen de los adipocitos está regulado por un balance 
entre los procesos de acumulación (lipogénesis) e hidrólisis de lípidos (lipolisis), mientras 
que el número de adipocitos estará determinado por un balance entre proliferación y 
regeneración celular mediante apoptosis. De igual manera, la localización del tejido 
puede influenciar tanto en la capacidad de los preadipocitos para proliferar y 
diferenciarse como en su susceptibilidad a los mecanismos de apoptosis (Tchkonia et 
al., 2005). Estudios del grupo del Dr. Arner en el Instituto Karolinska permitieron 
establecer  la capacidad de regeneración de los adipocitos en humanos, estimando una 
tasa anual de renovación en torno al 10% (Spalding et al., 2008). Estos investigadores 
demostraron que, a pesar de que la tasa de recambio de adipocitos era similar entre 
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individuos delgados y obesos, se observó un mayor número de adipocitos desde la 
infancia en individuos obesos.  
 
Figura 7. Mecanismos de expansión del tejido adiposo. Debido a la combinación de factores genéticos y 
ambientales, así como su interacción, algunos individuos aumentan los depósitos de grasa mediante los 
mecanismos de hipertrofia (incremento del tamaño del adipocito) e hiperplasia (aumento del número de 
adipocitos). No obstante, los individuos obesos suelen responder al balance energético positivo con la 
hipertrofia de sus adipocitos, provocando una disfunción del tejido adiposo y desarrollando una 
inflamación crónica del tejido que provocará daños colaterales en otra regiones del organismo. Adaptado 
de Klöting & Blüher (2014) y Choe et al. (2016) 
 
2.6.- Mecanismos de diferenciación adipocitaria. 
 
El proceso de diferenciación de los preadipocitos hasta convertirse en adipocitos 
maduros ha sido ampliamente estudiado (Ahmad et al., 2020; Ghaben & Scherer, 2019). 
Este proceso se lleva a cabo por medio de cuatro fases principales, las cuales son 
coordinadas mediante un complejo mecanismo de regulación en el que interviene de 
manera destacada el receptor nuclear PPARg y diversos miembros de la familia de 
factores de transcripción C/EBP (Ghaben & Scherer, 2019; Vanessa Pellegrinelli et al., 
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En primer lugar, una vez que las células madre mesenquimales que darán lugar a los 
preadipocitos adquieren dicho compromiso bajo la influencia del factor BMP, tiene lugar 
la fase de detención de la proliferación celular mediante mecanismos de inhibición por 
contacto, una señal física que indica que se ha alcanzado el grado de confluencia 
necesario para comenzar la diferenciación a adipocito. Acto seguido, se inicia la fase de 
expansión clonal, en la cual los preadipocitos sincronizan sus ciclos celulares por medio 
de varias divisiones mitóticas simultáneas. Una vez sincronizados, los preadipocitos 
comienzan la etapa de diferenciación temprana, en la cual expresan genes 
característicos del adipocito maduro (C/EBPa y PPARg) y se inician los procesos de 
acumulación de lípidos en su interior, activándose la transcripción de marcadores de los 
adipocitos como el transportador de glucosa, GLUT4, o la chaperona lipídica FABP4 
(AP2).  
 
En ultimo lugar, se produce la fase de diferenciación terminal, en la cual tiene lugar una 
transcripción masiva de genes regulados por los factores de transcripción (C/EBPa, 
C/EBPb PPARg y RXRa), que están relacionados con la fisiología del adipocito maduro 
tales como las adipoquinas adiponectina o leptina,  las enzimas ATGL y LPL, o la proteína 




Figura 8. Esquema sobre la diferenciación de preadipocitos a adipocitos maduros. A. Fuente: Ghaben y 
Scherer (2019). Se indican los factores de transcripción relacionados con las diferentes fases que conducen 
la diferenciación de las células madre mesenquimales del tejido adiposo hasta adipocitos, y los marcadores 
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2.7.- Metabolismo lipídico en el tejido adiposo. 
Como órgano de almacenamiento de energía, una de las funciones principales del tejido 
adiposo es la de acumular triglicéridos (TG) en las gotas lipídicas (lipogénesis) y liberar 
la energía almacenada en forma de ácidos grasos y glicerol en situaciones de demanda 
energética (lipolisis) para su uso como fuente de energía en otros órganos (Fig. 9) (Czech 
et al., 2013; Malagón et al., 2013; Moro et al., 2004). A nivel sistémico, la ingesta de 
alimentos estimula la vía lipogénica, almacenando TGs en el tejido adiposo, mientras 
que el ayuno favorece la vía lipolítica por medio de la cual se hidrolizan los TGs y se 
liberan los productos de hidrólisis al torrente sanguíneo.  
 
 
Figura 9. Mecanismos de regulación del metabolismo lipídico en adipocitos. Para el correcto 
mantenimiento de la homeostasis energética y la sensibilidad a la insulina, debe establecerse un correcto 
balance entre la lipogénesis y la lipólisis en los adipocitos. La lipogénesis se muestra a la izquierda y las 
flechas grises marcan las rutas metabólicas relacionadas,  mientras que la lipólisis se representa a la 
derecha y está marcada con flechas negras. . VLDL-TG: lipoproteína de muy baja densidad que contiene 
triglicéridos; LPL - lipoproteína lipasa; ACC - acetil-CoA carboxilasa 1; FAS - sintasa de ácidos grasos; G3P - 
fosfato 3 glicerol ; DGAT - diacilglicerol aciltransferasa; β-AR - receptor β-adrenérgico; NA - noradrenalina; 
AC - adenilil ciclasa; PKA - proteína quinasa A; ATGL - lipasa de triglicéridos de adipocitos; HSL - lipasa 
sensible a hormonas; MGL - monoacilglicerol lipasa; TAG - triacilglicerol; DAG - diacilglicerol; MAG - 











La lipogénesis incluye el proceso de síntesis de novo de ácidos grasos a partir de acetil-
coenzima A (acetil-CoA) (Ameer et al., 2014). La glucosa proporciona el sustrato para la 
síntesis de ácidos grasos, e induce la expresión de la enzima lipogenica acetil-CoA 
carboxilasa (ACC), estimulando la liberación de insulina por parte del páncreas. Como 
resultado, la insulina estimula la captación de glucosa por parte de los adipocitos, de 
manera que se activan tanto las enzimas glucolíticas y lipogénicas como la expresión de 
la proteína SREBP1, encargada de la síntesis de colesterol, ácidos grasos, TGs y 
fosfolípidos (Assimacopoulos-Jeannet et al., 1995; Ferré & Foufelle, 2007). Además de 
SREBP1, también se produce la activación de factores de transcripción como ChREBP, el 
cual promueve la lipogénesis de novo (DNL), modula el metabolismo tanto de lípidos 
como de glucosa en el tejido adiposo y regula la sensibilidad a insulina en todo el cuerpo 
(Eissing et al., 2013; Herman et al., 2012). Sin embargo, en condiciones normales, el DNL 
es relativamente bajo en WAT en comparación con el hígado y BAT en roedores e incluso 
más bajo en humanos (Letexier et al., 2003; Swierczynski et al., 2000), aunque se acepta 
actualmente que este proceso es importante tanto en el mantenimiento de la 
homeostasis de WAT (Ameer et al., 2014) como en la maduración de los adipocitos 
humanos (Collins et al., 2011). 
 
Por otra parte, los ácidos grasos utilizados para la biosíntesis de TGs en los adipocitos 
provienen del torrente sanguíneo, tras la absorción de los ácidos grasos en el intestino 
y su empaquetamiento en lipoproteínas. En este proceso, es fundamental la 
participación de la lipoproteína lipasa (LPL), sintetizada por los adipocitos y traslocada 
posteriormente a las células del endotelio capilar, que libera los ácidos grasos 
procedentes de los TGs almacenados en las lipoproteínas circulantes (Kersten, 2014). 
Los adipocitos incorporan los ácidos grasos mediante proteínas como las 
transportadoras de ácidos grasos (FATP1 y FATP4), translocasas de ácidos grasos 
(FAT/CD36) y proteínas de unión a ácidos grasos de la membrana plasmática (FABPpm) 
y citosólicas (FABP4, FABP5) (Frühbeck et al., 2014; Lafontan, 2008; Thompson et al., 
2010). En el interior celular, los FFA son activados e incorporados en TGs mediante la 
acción de enzimas del retículo endoplásmico (GPAT, AGPAT, lipin, DGATs), los cuales son 
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finalmente almacenados en las gotas lipídicas de los adipocitos (Wilfling et al., 2013). 
Los TGs, junto con otros lípidos neutros, constituyen el núcleo hidrofóbico de las gotas 
lipídicas, que están rodeadas por una monocapa de fosfolípidos a la que se asocian 
diversas proteínas (Gross & Silver, 2014; Kory et al., 2016; Walther & Farese, 2012). 
Entre éstas, se encuentran enzimas relacionadas con la síntesis de TGs (DGAT2) o 
fosfolípidos (ACSL1, CCTα), lipasas (HSL, ATGL) o las perilipinas, que regulan el 
almacenamiento e hidrólisis de los TGs (Gross & Silver, 2014; Kory et al., 2016; Olzmann 
& Carvalho, 2019; Walther & Farese, 2012; Xu et al., 2018).  
 
Todo el proceso de acumulación de lípidos en los adipocitos está regulado por la 
insulina, ya que promueve la absorción y esterificación de ácidos grasos por medio de la 
activación de LPL, la inducción de la proteína transportadora de ácidos grasos y la 
regulación positiva de los genes relacionados con la lipogénesis (Dimitriadis et al., 2011; 
"Growth Hormone and the Mobilization of Fatty Acids," 1960; O'Brien & Granner, 1996). 
Otras hormonas que participan en la regulación de la lipogénesis en el tejido adiposo 
son hormona del crecimiento (GH) y la proteína estimulante de la acilación (ASP). 
Mientras que GH suprime la lipogénesis regulando los mecanismos de sensibilidad a la 
insulina o la señalización Stat5 (Etherton, 2000; Teglund et al., 1998), la proteína ASP 
actúa aumentando la síntesis de TGs mediada por enzimas clave en la esterificación de 
ácidos grasos, DGATs, e induciendo el almacenamiento de grasa subcutánea en hembras 




La lipolisis es el proceso catabólico mediante el cual los TGs almacenados en el adipocito 
son hidrolizados hasta ácidos grasos libres y glicerol y posteriormente liberados a la 
circulación sanguínea en periodos de demanda energética (Carmen & Víctor, 2006; 
Langin, 2006; Zechner et al., 2005). Este proceso es inducido por el ayuno y aporta tanto 
glicerol, requerido para la gluconeogénesis en el hígado, como ácidos grasos, los cuales 
pueden ser oxidados para solventar las necesidades energéticas de otros tejidos 
(Kuriyama et al., 2002). La regulación de la vía lipolítica esta llevaba a cabo por la acción 
de varias hormonas. Por un lado, la disminución de los niveles de insulina durante el 
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ayuno provoca la supresión de la lipogénesis y la activación de la lipolisis. Por otro lado, 
los niveles elevados de glucagón circulante son los responsables de la activación de la 
vía de la proteína quinasa (PKA), dependiente de adenosín monofosfato cíclico (cAMP) 
y de la lipólisis en adipocitos. Finalmente, y de manera fundamental, las catecolaminas 
liberadas por el sistema nervioso simpático (SNS) durante el ayuno, mediante su unión 
a receptores b adrenérgicos, provocan la activación de la vía PKA y las vías lipolíticas 
(Carmen & Víctor, 2006). La hidrólisis de los TGs en diglicéridos (DGs) y posteriormente 
en monoglíceridos (MGs) es llevada a cabo por la acción conjunta de la lipasa de 
triglicéridos (ATGL) y la lipasa sensible a hormonas (HSL), respectivamente, en 
adipocitos (Haemmerle et al., 2002; Zimmermann et al., 2004). Para llevarlo a cabo, las 
proteínas asociadas a las gotas lipídicas, como la perilipina, son polifosforadas por la 
PKA, produciendo la translocación de HSL a las gotas lipídicas, como paso previo para la 
lipólisis (Brasaemle, 2007; Lafontan & Langin, 2009; Marcinkiewicz et al., 2006).  
 
Actualmente se acepta que la movilización de ácidos grasos a otros tejidos a partir del 
tejido adiposo es una de las principales causas del desarrollo de resistencia a insulina, lo 
que ha llevado a proponer la inhibición de la lipólisis como una posible diana terapéutica 
(Guilherme et al., 2008). No obstante, la lipólisis está íntimamente relacionada con 
procesos potencialmente positivos en obesidad, como la termogénesis y el gasto 
energético, al constituir una fuente de ácidos grasos para la β-oxidación (Chondronikola 
et al., 2016; Haemmerle et al., 2006; Mottillo et al., 2012). Por otro lado, se ha observado 
que la inhibición de la lipogénesis por deficiencia de la sintasa de ácidos grasos (FAS), 
promueve el gasto energético y protege de la obesidad inducida por dieta, así como de 
la resistencia a insulina (Lodhi et al., 2012). Estos hallazgos sugieren que el equilibrio 
entre la lipogénesis y la lipólisis es fundamental para mantener la homeostasis 
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3. Alteraciones del tejido adiposo en obesidad 
 
3.1.- Expansibilidad del tejido adiposo. 
 
La capacidad de expansión del tejido adiposo constituye un mecanismo de adaptación 
esencial del tejido y cuya misión principal es afrontar una ingesta calórica excesiva de 
manera crónica. Como se ha comentado previamente, la expansión del TA se caracteriza 
por la acumulación de lípidos en los adipocitos, los cuales pueden crecer en tamaño 
(hipertrofia) o en número (hiperplasia). La evidencia sugiere que tanto la capacidad de 
expansión como la forma de llevarla a cabo puede tener una alta incidencia sobre la 
salud de los individuos.  
 
Concretamente, en obesidad se produce una expansión alterada del TA que conlleva la 
combinación de varios procesos patogénicos, incluida la presencia de adipocitos 
hipertróficos y disfuncionales así como una disminución de la hiperplasia y capacidad de 
diferenciación de los adipocitos lo que, junto al desarrollo de fibrosis, hipoxia e 
inflamación del tejido adiposo, se asocian al desarrollo de las alteraciones metabólicas 
ligadas a obesidad (Arner et al., 2010; Crewe et al., 2017; Datta et al., 2018; Kahn et al., 
2019; Weyer et al., 2000). Estos procesos conducen a una limitación en la capacidad del 
tejido adiposo para almacenar lípidos lo que provoca la acumulación ectópica de estos 
lípidos en tejidos como el músculo esquelético o el hígado, provocando en estos 
resistencia a insulina, además de contribuir al daño del páncreas lo que, eventualmente, 
puede conducir al desarrollo de diabetes tipo 2 (Carobbio et al., 2017; Danforth, 2000; 
Slawik & Vidal-Puig, 2007; Virtue & Vidal-Puig, 2010). De esta forma, existe un consenso 
generalizado en la idea de que la incapacidad de almacenar el exceso de lípidos de forma 









Figura 10. Expansión del tejido adiposo blanco (WAT) en obesidad. La expansión del WAT en respuesta a 
un exceso de calorías puede llevarse a cabo mediante el agrandamiento de los adipocitos existentes 
(hipertrofia) y/o mediante un aumento del número de adipocitos (hiperplasia). La expansión patológica por 
medio de la hipertrofia de los adipocitos esta asociada a estados de inflamación, hipoxia y fibrosis junto al 
desarrollo de resistencia a insulina. La expansión sana del WAT se produce a través del reclutamiento de 
preadipocitos y la diferenciación de novo de los adipocitos, lo que previene o retrasa la aparición de la 
resistencia a insulina y la acumulación ectópica de lípidos. Tomado de Hepler et al. (2016) 
Adicionalmente, se considera que la obesidad conlleva un cambio en el patrón de 
adipoquinas secretadas por el tejido adiposo, modificando con ello las señales que 
llegan a otros órganos procedentes de dicho tejido, con el subsiguiente desbalance 
fisiológico en los órganos diana del tejido adiposo (Kahn et al., 2019; Scherer, 2019). 
Entre las señales alteradas procedentes del tejido adiposo obeso disfuncional, se 
encuentran las citoquinas pro-inflamatorias, como se desglosa en el apartado siguiente. 
 
3.2.- Inflamación y tejido adiposo 
 
Aunque las células del sistema inmune son críticas para el correcto funcionamiento del 
tejido adiposo en individuos sanos, la inflamación del tejido adiposo se considera un 
importante desencadenante de la disfunción metabólica asociada a obesidad (Crewe et 
al., 2017; DiSpirito & Mathis, 2015).  
 
Concretamente,  la hipertrofia de los adipocitos que ocurre en obesidad activa en éstos 
procesos de estrés celular (estrés oxidativo, del retículo endoplásmico) que confluyen 
en la activación de cascadas inflamatorias (JNK, NF-κB) y en la secreción de citoquinas 
pro-inflamatorias (TNFα, IL6, etc.), quimiocinas (MCP-1, CCLs) y moléculas de adhesión 
  INTRODUCCIÓN 
- 47 - 
 
(VCAM, ICAM) por estas células, lo que promueve la infiltración del tejido adiposo por 
monocitos y otras células inmunes, como linfocitos B y linfocitos T, que exacerban la 
respuesta inflamatoria iniciada por los adipocitos (Boutens & Stienstra, 2016; Lackey & 
Olefsky, 2016; Malagón et al., 2013; A. Rodríguez et al., 2015; Sun et al., 2013; Zmora et 
al., 2017). De hecho, existe una alta correlación entre el tamaño de los adipocitos y la 
muerte de los mismos por apoptosis cuando la capacidad de expansión del tejido 
adiposo ha alcanzado su limite (Strissel et al., 2007). En particular,  la acumulación de 
macrófagos en el tejido adiposo obeso contribuye de manera fundamental al estado 
inflamatorio asociado a obesidad (Weisberg et al., 2003). Así, los monocitos reclutados 
(o los originados por proliferación local, especialmente al inicio de la obesidad (Zheng et 
al., 2016) polarizan hacia un fenotipo M1 proinflamatorio (clasically activated 
macrophages, productores de citoquinas pro-inflamatorias como TNFα, IL-1β o IL-12) 
(Lackey & Olefsky, 2016). Esto ocurriría en detrimento de los macrófagos residentes del 
tejido (procedentes de médula ósea), que se considera que son predominantemente de 
tipo M2 anti-inflamatorios (alternatively activated macrophages, productores de 
citoquinas anti-inflamatorias como IL-4 o IL-10) y contribuyen a mantener la 
homeostasis normal del tejido (Boutens & Stienstra, 2016). De esta forma, durante la 
obesidad, la producción de citoquinas se vuelve crónica, provocando tanto una 
alteración de la señalización de insulina en adipocitos como un aumento de la 
inflamación, lo que desemboca en un agravamiento de la disfunción del tejido adiposo 
y en el establecimiento del estado de inflamación sistémica de bajo grado que 
acompaña a la obesidad (Cinti et al., 2005; Crewe et al., 2017; Lumeng et al., 2007).  
 
En relación con la inflamación, dada la participación de los macrófagos en la 
remodelación de la matriz extracelular, en obesidad también se produce, como se ha 
indicado anteriormente, un fenómeno de fibrosis, que se considera como uno de los 
procesos patogénicos más relevantes que vinculan el exceso de grasa con el desarrollo 
de enfermedades metabólicas (Crewe et al., 2017; Datta et al., 2018; Sun et al., 2013). 
Estudios del laboratorio y de otros autores indican que la obesidad se acompaña de un 
acúmulo de colágenos fibrosos, como colágeno I, que se organiza tanto en haces gruesos 
en la fracción de estroma vascular, como alrededor de los adipocitos (fibrosis 
pericelular), además de con cambios en la organización de las fibras motivados por 
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modificaciones en otros componentes de la matriz extracelular, como proteoglicanos, 
que alteran las propiedades elásticas de la matriz y contribuyen a la disfunción de los 
adipocitos (Divoux & Clément, 2011; Guzmán-Ruiz et al., 2020; V. Pellegrinelli et al., 
2016). 
 
3.3.- Heterogeneidad metabólica de los individuos obesos 
 
Actualmente se acepta que no todos los individuos obesos, aunque con IMCs 
comparables, presenten complicaciones metabólicas, o de la misma gravedad.  De 
hecho, algunos autores definen el término de “obesos como metabólicamente sanos” 
(metabolically healthy obese, MHO), en contraposición a los “obesos con 
complicaciones metabólicas” (metabolically unhealthy obese, MUHO), aunque existe 
una cierta controversia sobre el hecho de que pueda existir una obesidad “saludable” 
(Blüher, 2014; Phillips, 2016). Más allá de las diferencias en definición,  se conoce que 
existen individuos obesos que presentan una baja incidencia de hipertensión, un perfil 
de lípidos y niveles de glucosa en ayuno en rangos saludables, así como una sensibilidad 
adecuada a la insulina (Primeau et al., 2011), a diferencia de los obesos MUHO, que 
desarrollan importantes alteraciones metabólicas (Iacobini et al., 2019).  
 
Por otra parte, se ha demostrado que una peor salud metabólica se asocia con 
adipocitos más grandes que en sus homólogos MHO (Klöting et al., 2010; O'Connell et 
al., 2010), así como con una mayor acumulación de grasa visceral, lo que se ha propuesto 
como factores determinantes del fenotipo metabólico no saludable de estos sujetos 
(Brochu et al., 2001; Messier et al., 2010; Primeau et al., 2011). También se ha observado 
que la acumulación ectópica de lípidos, tanto en hígado como en músculo esquelético, 
es un rasgo diferenciador entre individuos MHO y MUHO, siendo menor en los primeros 
(Ogorodnikova et al., 2013; Primeau et al., 2011; Stefan et al., 2008). 
 
Algunos investigadores han propuesto la secreción diferencial de adipoquinas pro-
inflamatorias como un mecanismo subyacente del fenotipo MHO (Koster et al., 2010; 
Phillips & Perry, 2013; Shin et al., 2006). De hecho, se ha observado que una menor 
infiltración del tejido adiposo por macrófagos en individuos MHO (Blüher, 2010; van 
  INTRODUCCIÓN 
- 49 - 
 
Beek et al., 2014). En consonancia, se ha descrito que los genes que codifican algunas 
citoquinas pro-inflamatorias se expresan en mayor medida en el tejido adiposo de 
sujetos MUHO en comparación con los individuos MHO (Hardy et al., 2011; Xu et al., 
2012). Finalmente, gracias a los resultados obtenidos a través de estudios 
longitudinales, se ha observado que los fenotipos no perduran por largos periodos de 
tiempo, de manera que el 30% de los individuos con MHO progresa a MUHO en un 
periodo de tiempo comprendido entre 5 y 10 años (Appleton et al., 2013; Chang et al., 
2012; Soriguer et al., 2013). 
 
En definitiva, la obesidad puede definirse como una patología compleja, tanto en los 
múltiples mecanismos patogénicos que subyacen en la disfunción del tejido adiposo 
(hipertrofia celular, inflamación, fibrosis, hipoxia…), como en la repercusión metabólica 
que tiene en los diferentes individuos (MHO vs. MUHO). La identificación de marcadores 
de daño del tejido y su asociación al desarrollo de enfermedades metabólicas asociadas 
a obesidad aparece como un factor crítico para profundizar en el conocimiento de esta 
patología y punto de partida para el posible desarrollo futuro de estrategias para el 
diagnóstico y tratamiento de dichas comorbilidades. En este contexto, las tecnologías 
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4. El lipidoma y rutas metabólicas de biosíntesis de lípidos. 
 
El lipidoma constituye la parte del metaboloma que incluye todas las biomoléculas 
definidas como lípidos (Kenwood & Merrill, 2016). Se trata de una familia de 
compuestos diversos desde un punto de vista estructural que, atendiendo a los criterios 
del consorcio  LIPID MAPS (NIH), incluye ocho categorías de lípidos: acilos grasos, 
glicerolípidos, glicerofosfolípidos, esfingolípidos, esterolípidos, prenolípidos, 
sacarolípidos y policétidos, todos ellos derivados de acetil-CoA (Fahy et al., 2009). 
 
 
Figura 11. Representación esquemática de las categorías de lípidos y la interrelación de sus rutas 
metabólicas. Adaptado de LIPIDMAPS (http://www.lipidmaps.org) 
 
Según algunos autores, la lipidómica se define como “la caracterización completa de 
especies moleculares de lípidos y de sus funciones biológicas con respecto a la expresión 
de proteínas implicadas en el metabolismo y función de los lípidos, incluida su 
regulación génica” (Spener et al., 2003) . Aunque se ha avanzado mucho desde los 
primeros estudios lipidómicos (Han & Gross, 2003; Kishimoto et al., 2001) se acepta que 
aún existen limitaciones técnicas que impiden conocer el lipidoma celular completo, que 
se estima que puede incluir en torno a 200.000 especies lipídicas distintas (Fahy et al., 
2011; Kenwood & Merrill, 2016).   
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Los lípidos son esenciales en el mantenimiento de las funciones celulares, por su 
participación en procesos tan relevantes como el control del ciclo celular o la 
señalización celular y, en consecuencia, en la homeostasis de tejidos y órganos y del 
organismo completo (Santos & Preta, 2018). De hecho, está ampliamente aceptado el 
papel de los lípidos en muchas enfermedades metabólicas como obesidad, 
aterosclerosis, accidentes cerebrovasculares, hipertensión y diabetes (Fahy et al., 2011).  
 
Los recientes avances en el campo de la lipidómica han permitido ampliar de manera 
notable nuestra comprensión del alcance y complejidad de la desregulación de lípidos 
en la obesidad y las enfermedades metabólicas (Han, 2016). Aunque los primeros 
estudios fueron limitados en cuanto al tamaño y cobertura del lipidoma identificado, 
estudios poblacionales más recientes usando muestras de suero o plasma, han revelado 
roles potenciales para una amplia variedad de especies de lípidos en el desarrollo y 
evolución de la enfermedad metabólica (Meikle & Summers, 2017). Por ejemplo, en 
estudios lipidómicos realizados sobre muestras de gemelos monocigóticos y 
discordantes en cuanto a obesidad, se observó un aumento de los niveles plasmáticos 
de fosfatidilcolinas, así como un descenso en los niveles de éter-fosfolípidos, incluidos 
los plasmalógenos, en el grupo de gemelos obesos comparado con el de gemelos no 
obesos (K. H. Pietiläinen et al., 2007). Por otra parte, otro estudio poblacional con 1076 
estadounidenses de ascendencia mexicana reveló que los niveles de 200 de las 312 
especies lipídicas detectadas en plasma se correlacionaban de manera directa con el 
IMC, por delante de parámetros clásicos como la edad, el sexo, la presión sistólica o el 
tabaquismo, entre otros (Weir et al., 2013). Concretamente, se observó una fuerte 
correlación negativa entre los niveles de lisofosfatidilcolinas y muchas especies de éter-
fosfolípidos con respecto al IMC y, en menor medida, también con 
lisofosfatidiletanolaminas y algunas clases de glucoesfingolípidos.  
 
Por el contrario, los niveles de ésteres de TG, DG y colesterol se asociaron positivamente 
con la obesidad, al igual que la fosfatidiletanolamina, fosfatidilglicerol, fosfatidilinositol 
y algunas clases de esfingolípidos, como la esfingomielina y la dihidroceramida. 
Finalmente, en un estudio lipidómico sobre diabetes tipo 2 en una cohorte de obesos 
de Australia, se observó una correlación positiva de los niveles de ceramida plasmáticos 
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con respecto al IMC mientras que los niveles de algunas especies de esfingomielinas y 
glucoesfingolípidos se asociaban de manera negativa (Mousa et al., 2019). Estos 
resultados sugieren que a medida que avanza la enfermedad metabólica, se produce un 
desequilibrio en el metabolismo de esfingolípidos, lo que conduce a una mayor 
producción y/o acumulación de ceramidas (Mousa et al., 2019).   
 
A nivel de tejido adiposo, los estudios lipidómicos son más limitados, debido, en parte, 
a las dificultades técnicas que impone la propia naturaleza del tejido, especialmente en 
condiciones de obesidad. No obstante, ya se ha establecido el lipidoma comparativo del 
tejido adiposo subcutáneo vs. visceral de individuos con sobrepeso, definiéndose una 
mayor acumulación de fosfatidilcolinas, triacilgliceroles y diacilgliceroles, aunque 
concentraciones más bajas de ceramida, en el tejido subcutáneo, mientras que el grado  
de instauración en los fosfolípidos es menor del tejido adiposo visceral, sugiriendo una 
menor incorporación de ácidos grasos insaturados en dicho depósito (Zacharia et al., 
2020). Notablemente, los cambios inducidos en respuesta a obesidad pueden diferir de 
acuerdo al sexo, como muestran estudios recientes en ratones ob/ob, demostrando un 
mayor contenido de ácidos grasos con cadenas más largas (González-Granillo et al., 
2019). Otros estudios recientes en ratones con obesidad genética o inducida por dieta 
demostraron cambios tanto en los lípidos que se acumulan en el núcleo neutro de las 
gotas lipídicas de los adipocitos  (diglicéridos, TG) como en los componentes lipídicos de 
las membranas celulares (fosfatidilcolinas, lisofosfatidilcolinas, fosfatidiletanolaminas y 
fosfatidilserinas), incluida la monocapa de fosfolípidos que rodea a las gotas lipídicas 
(Liu et al., 2020). En conjunto, estos resultados apoyan la idea que la expansión de los 
adipocitos que ocurre en obesidad afecta profundamente al remodelado de la 
membrana de estas células, además de afectar, presumiblemente, a la composición 
lipídica de los otros tipos celulares que componen este tejido.  
 
En humanos, se han establecido ya los perfiles de TGs del tejido adiposo, subcutáneo y 
visceral, de individuos obesos con o sin resistencia a insulina o con diabetes tipo 2, 
demostrando la existencia de diferencias significativas en la firma de TGs dependiendo 
del estado metabólico (i.e., C46:4, C48:5, C48:4, C38:1, C50:3, C40:2, C56:3, C56:4, C56:7 
y C58:7) o de depósito graso (más C53:5, C51:3, C50:4, C59:1, C54:6 y C50:2 en tejido 
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adiposo visceral  y más C38:1 tejido adiposo subcutáneo) que pueden contribuir al 
avance de la enfermedad metabólica (Al-Sulaiti et al., 2018).  Otros estudios han 
mostrado la existencia de diferencias en el enriquecimiento selectivo de depósito graso 
en ciertos esfingolípidos y glicerolípidos (Jové et al., 2014). Los mecanismos fisiológicos 
que conducen a las alteraciones en la homeostasis lipídica en obesidad son complejos 
ya que involucran a un elevado número de especies lipídicas y sus rutas metabólicas de 
biosíntesis están interconectadas (Meikle & Summers, 2017). No obstante, se ha 
propuesto un papel para muchos esfingolípidos y éter-fosfolípidos como componentes 
críticos en el desarrollo de obesidad y resistencia a insulina o diabetes tipo 2 (Meikle & 
Summers, 2017). Por ello, el conocimiento de los mecanismos que regulan la biosíntesis 
de estas formas lipídicas podría servir para el desarrollo de nuevas dianas terapéuticas 
en obesidad y enfermedad metabólica.  
 
3.1.- Metabolismo de Esfingolípidos 
 
Los esfingolípidos son lípidos de carácter anfipático que se derivan del aminoalcohol 
insaturado esfingosina o dihidroesfingosina. Estos lípidos son importantes componentes 
estructurales de la membrana plasmática y participan en procesos de señalización. Están 
compuestos por una cabeza polar y dos colas no polares sujetas a la esfingosina como 
base central, y a la que se unen los ácidos grasos por medio de enlaces amida. La 
clasificación actual divide a los esfingolípidos en dos grandes grupos: esfingomielinas 
(SMs) y glucoesfingolípidos (GELs), compuestos de glucoesfingolípidos y 
galactoesfingolípidos (C. R. Gault et al., 2010). Recientemente, se ha descrito que estas 
moléculas pueden estar implicadas en el desarrollo de resistencia a insulina y/ síndrome 
metabólico (Cowart, 2009). Las ceramidas constituyen el eje central del metabolismo de 
esfingolípidos y son sintetizadas principalmente en la cara citosólica del retículo 
endoplasmático (RE). Para llevar a cabo su síntesis de novo, se requiere la participación 
de las enzimas Serina C-palmitoiltransferasa (SPT1), dihidroceramida desaturasa (DEGS) 
y ceramida sintasa (CerS) (Blom et al., 2011; C. R. Gault et al., 2010). Una vez sintetizadas 
en el RE, las ceramidas son transportadas hacia el aparato de Golgi, y posteriormente 
traslocadas a la membrana plasmática bien a través de transporte vesicular o bien por 
medio de la proteína de transporte de ceramidas (CerT), dada su baja solubilidad. 
Finalmente, las ceramidas pueden ser convertidas en SM o GELs gracias a la 
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participación de la esfingomielina sintasa (SMS1 y 2) o glucoesfingolipido sintasa (GCS), 
respectivamente (Blom et al., 2011; C. R. Gault et al., 2010).  
 
Figura 12. Esquema representativo de la síntesis de esfingolípidos. Tomado de Mullen et al. (2012) 
 
Los esfingolípidos están enriquecidos en las balsas lipídicas presentes en la membrana 
plasmática (también descritas en las membranas del aparato de Golgi y lisosomas) 
(Lingwood & Simons, 2010), de tal manera que los cambios en su mecanismo de 
biosíntesis pueden conducir a una alteración de la composición y función de dichas 
membranas, lo que afectaría de manera directa tanto al tráfico de lípidos como al 
metabolismo del colesterol, que también es un componente principal de estos dominios 
de membrana  (Róg & Vattulainen, 2014). Por otra parte, se ha descrito que una 
desregulación del contenido de esfingolípidos podría afectar a la comunicación celular 
y la adhesión entre células (D'Angelo et al., 2013; Hakomori & Igarashi, 1995). A nivel 
patológico, se ha observado que un aumento de los niveles de ceramidas conlleva un 
aumento de la lipotoxicidad y una mayor probabilidad de sufrir trastornos metabólicos 
como la resistencia a la insulina (Chaurasia & Summers, 2015; Summers, 2006; Zhang et 
al., 2013). 
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3.2.- Metabolismo de Éter-fosfolípidos 
 
Los éter-fosfolípidos constituyen una subclase importante de glicerofosfolípidos que se 
caracteriza por la presencia de un enlace éter en la posición sn-1 y un enriquecimiento 
de ácidos grasos de tipo poliinsaturados en la posición sn-2 (Meikle & Summers, 2017). 
Dentro del grupo de éter-fosfolípidos, destacan los plasmalógenos, los cuales son 
producidos en los peroxisomas y madurados en el retículo endoplasmático (Wallner & 
Schmitz, 2011). Estas especies lipídicas son la forma más abundante de éter-fosfolípidos 
y se ha descrito su implicación en el desarrollo de muchas patologías asociadas a 
defectos en su biosíntesis (Wanders et al., 2010). 
 
La biosíntesis de los plasmalógenos comienza en los peroxisomas, y el sustrato inicial 
puede proceder o bien de la reducción de los ácidos grasos a alcoholes grasos por parte 
de la Fatty Acyl-CoA Reductase 1 (FAR1) o bien a partir de la acilación de dihidroacetona-
fosfato por parte de la enzima glyceronephosphate O-acyltransferase (GNPAT). A 
continuación, el 1- acyl-dihydroxyacetonephosphate (acyl-DHAP) es reducido a alquil-
DHAP por parte de la enzima Alkylglycerone Phosphate Synthase (AGPS). Finalmente, el 
precursor 1-alquil-DHAP es transportado a la membrana del RE, donde se transforma en 
1-alquil-G3P gracias a la actividad de la enzima Acyl/alkyl-dihydroxyacetone phosphate 
reductase (AADHAP-R), localizada en la membrana de los peroxisomas y del RE (N. E. 
Braverman & A. B. Moser, 2012). 
 
La siguientes etapas del proceso de biosíntesis de plasmalógenos se llevan a cabo en el 
RE y comienzan con la formación de 1-alquil-2-acil-sn-glicero-3-fosfato por parte de la 
enzima acyl/alkyl-G3P-acyltransferase (AAG3P-AT). Posteriormente, las siguientes fases 
conducirán a la formación de 1-alquil-2-acilo-G3P seguido de la síntesis de 1-alquil-2-
acil- glicerol, los cuales serán acoplados con grupos de cabeza específicos por parte de 
acción combinada de fosfotransferasas (N. E. Braverman & A. B. Moser, 2012; Wallner 
& Schmitz, 2011). 
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Figura 13. Metabolismo de éter-fosfolípidos. A) Representación esquemática de la biosíntesis de éter-
fosfolípidos B) Estructura y subclases de éter-fosfolípidos . Tomado de Fernandes et al. (2018) y Han et al. 
(2016). 
Los plasmalógenos intervienen en una multitud de procesos biológicos que abarcan 
desde la fluidez de las membranas y la protección frente al estrés oxidativo hasta la 
transducción de señales, entre otras (N. E. Braverman & A. B. Moser, 2012). Por un lado, 
se ha descrito en estudios lipidómicos previos que los plasmalógenos se correlacionan 
de manera negativa con la obesidad (K. H. Pietiläinen et al., 2007), siendo característicos 
de un mayor estado de estrés oxidativo (Brites et al., 2004; Wallner & Schmitz, 2011). 
De hecho, el enlace vinil-éter de los plasmalógenos los hace particularmente 
susceptibles a la oxidación por parte de las especies reactivas de oxígeno, lo que sugiere 
un potencial efecto antioxidante y protector en el organismo. En consonancia, 
recientemente se ha descrito que el enriquecimiento de lipoproteínas con 
plasmalógenos aumenta su resistencia a la oxidación (Meikle & Summers, 2017).  
 
Por otra parte, se ha descrito que los plasmalógenos de etanolamina (PE) impiden la 
oxidación del colesterol en las bicapas lipídicas, de manera que actúan regulando tanto 
la esterificación de ácidos grasos como el flujo de colesterol en la membrana plasmática 
(Mankidy et al., 2010). Asimismo, se ha observado una correlación inversa entre los 
niveles de plasmalógenos y la edad (N. E. Braverman & A. B. Moser, 2012; Su et al., 
  FAR1/2 
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2019). También se ha descrito una asociación positiva de los plasmalógenos con 
respecto a los niveles séricos de HDL y negativa con respecto a los niveles de LDL (Hahnel 
et al., 1999; Orsoni et al., 2016). 
 
5. Aplicaciones lipidómicas para el estudio de la obesidad. 
 
Tras el auge y desarrollo de la genómica y la proteómica, la metabolómica surgió como 
un nuevo campo de investigación que ha ido avanzando a pasos agigantados en la 
búsqueda de factores predictivos del desarrollo de enfermedades. Como se ha indicado 
anteriormente, dentro de esta disciplina se encuentra la lipidómica, una herramienta 
para el estudio y caracterización del conjunto de lípidos celulares, incluyendo su 
interacción con otras moléculas, así como sus funciones en el organismo (Han, 2016). 
Los avances adquiridos en técnicas analíticas de separación de biomoléculas, así como 
su combinación con la espectrometría de masas, ha permitido detectar una gran 
variedad de especies lipídicas de manera rápida, sensible y fiable, usando una cantidad 
de muestra mínima (S. J. Blanksby & T. W. Mitchell, 2010; Han et al., 2012). 
 
El lipidoma o perfil lipídico de una muestra biológica se compone a partir de un espectro 
de masas que indica la composición y abundancia de cada uno de los lípidos contenidos 
en ella. El uso de esta herramienta analítica permite monitorizar cambios temporales en 
respuesta a un determinado estímulo o al inicio y evolución de una enfermedad (Han, 
2016; Züllig et al., 2020). En consecuencia, se ha producido un cambio en la mentalidad 
de estudio sobre los lípidos de los tejidos, pasando desde una perspectiva general a una 
más específica donde no sólo se analizan las clases lipídicas sino también las especies 
moleculares a nivel individual. Dado que las rutas metabólicas de los lípidos se han 
estudiado previamente en profundidad, cualquier variación en la composición de estos 
lípidos puede revelar información esencial sobre las enzimas y genes que participan en 
cada proceso y que podría haber sido comprometidas.   
 
El análisis del perfil lipídico por estrategias basadas en espectrometría de masas ha 
permitido llevar a cabo la identificación de isómeros posicionales de ácidos grasos, así 
como más de 40 clases de lípidos y miles de especies lipídicas a nivel individual (Han & 
Gross, 2005; Han et al., 2012; Wang et al., 2016; K. Yang et al., 2009). Por otra parte, la  
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técnica de cromatografía líquida también se ha empleado con éxito en el análisis 
exhaustivo tanto de las clases lipídicas como de sus especies moleculares (Cajka & Fiehn, 




Figura 14. Dogma central de la biología molecular. A) Representación de los mecanismos de transmisión y 
expresión de la herencia genética para producir las proteínas y metabolitos producidos por el organismo. 
B) Esquema general sobre las disciplinas de estudio que componen las ciencias ómicas. Tomado de Luque 
de Castro et al. (2020). 
 
5.1.- Cromatografía líquida de alta resolución (LC-MS). 
 
Los análisis lipidómicos basados en cromatografía liquida (LC) generalmente comienzan 
con la extracción de los lípidos contenidos en la muestra biología, seguida de su 
separación por LC en fase reversa (RPLC) o normal (NPLC). Una vez separadas 
cromatográficamente, las moléculas entran en la fuente de ionización donde adquieren 
la carga necesaria para ser detectadas por un analizador de masas. Este procedimiento 
puede llevarse a cabo de manera dirigida (monitorizando reacciones múltiples), 
específica de clases (escaneando los iones del producto o sus precursores) o no dirigida 
(adquiriendo los espectros al completo) (Cajka & Fiehn, 2014; Navas-Iglesias et al., 
2009).  
 
En general, las aplicaciones de la lipidómica requieren estrategias analíticas que sean 
capaces de extraer una amplia gama de analitos con diferentes polaridades y que. al 
mismo tiempo. sean rápidos, reproducibles y compatibles con la técnica instrumental 
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(Godzien et al., 2013; Whiley et al., 2012). Al mismo tiempo, las muestras suelen ser 
limitadas en cantidad, lo que supone un reto a nivel técnico puesto que se requieren 
procedimientos experimentales que ahorren muestras. 
 
Con el objetivo de mejorar la cobertura de detección de lípidos, se han desarrollado 
múltiples estrategias para la extracción de los lípidos contenidos en la muestra. Por una 
parte, la mayoría de los estudios lipidómicos se ha llevado a cabo siguiendo la 
metodología propuesta Folch et al. (Folch et al., 1957) y Bligh-Dyer (Bligh & Dyer, 1959) 
o variantes de la misma. El método de Folch emplea una mezcla de cloroformo /metanol 
(2:1, v/v) para la extracción mientras que el método de Bligh-Dyer también utiliza la 
misma mezcla, pero en distinta proporción para cada componente (1:2, v/v) y a la que 
posteriormente le añade una solución de cloroformo/agua (1:1, v/v). Por otra parte, 
Matyash et al. (Matyash et al., 2008) introdujeron en 2008 un nuevo método para la 
extracción de muestras, que incluye el uso de metil tert-butil éter (MTBE) y cuya ventaja 
principal es que reduce la densidad de la fase orgánica, minimizando las pérdidas por 
goteo. Por último, los métodos de extracción en fase sólida (SPE) se han utilizado para 
el análisis del perfil lipídico y están recomendados en aquellos experimentos donde 
fracciones específicas de lípidos interfieren sobre el total de clases lipídicas, provocando 
un efecto pantalla (Ruiz-Gutiérrez & Pérez-Camino, 2000).  
 
Por otra parte, la separación por LC de las moléculas detectadas reduce sustancialmente 
algunas de las limitaciones asociadas al análisis por espectrometría de masas, como 
pueden ser la detección de isobaras e isómeros o los efectos de supresión iónica 
causados por las moléculas que compiten por la ionización (Stephen J. Blanksby & Todd 
W. Mitchell, 2010). Además, el uso de LC proporciona la posibilidad de separar o 
concentrar diferentes clases de compuestos de acuerdo a sus propiedades físico-
químicas. Generalmente, se emplean tres tipos de configuración del LC para el análisis 
de mezclas complejas de lípidos: RPLC, NPLC e HILIC. RPLC se basa en la lipofilicidad, que 
se rige por la longitud de la cadena de carbono y el numero de dobles enlaces.  
Por otra parte, NPLC y HILIC distinguen las especies de lípidos conforme a sus 
propiedades hidrófilas, de manera que separan de acuerdo a las cabezas polares 
representativas de cada grupo (Sandra & Sandra, 2013). 
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Finalmente, la elección del modo de ionización utilizado en el análisis LC-MS tiene un 
impacto importante en el perfil de lipidomas que se puede obtener. Aunque una única 
metodología no puede cubrir todos los tipos de moléculas, estrategias tales como el uso 
de aditivos disueltos en las fases móviles pueden incrementar la eficiencia de ionización 
(Hummel et al., 2011). Si bien la electropulverización (ESI) en modo positivo es el 
método de ionización más común para una amplia gama de lípidos, se obtienen mejores 
resultados con la ionización en modo negativo respecto a la identificación de 
determinadas clases de lípidos como fosfatidilinositol, fosfatidilserina o ácido fosfatídico 
(Seppänen-Laakso & Orešič, 2009). Por otra parte, la ionización química a presión 
atmosférica (APCI) está recomendada para el análisis de lípidos no polares como, por 





Figura 15. Esquema global sobre las etapas principales y los componentes de la cromatografía líquida 
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La obtención de imágenes por espectrometría de masas (IMS) representa una poderosa 
herramienta analítica utilizada tanto en el mapeo de bioanalitos en tejidos (Korte et al., 
2015; Lee et al., 2012; Stoeckli et al., 2001),como en el desarrollo de fármacos (Cobice 
et al., 2015; Nilsson et al., 2015). A pesar de su potencial en el descubrimiento de nuevos 
biomarcadores y su implementación en el campo de la histopatología (Longuespée et 
al., 2016; Schwamborn et al., 2017), su aplicación en ciencias naturales y de la salud es 
relativamente nueva (Budzikiewicz & Grigsby, 2006). Una de las principales ventajas de 
esta técnica es que permite identificar cientos de biomoléculas en un solo experimento 
sin necesidad de recurrir a marcajes específicos (Buchberger et al., 2018). De esta 
manera, permite la visualización bidimensional de la distribución de las biomoléculas 
presentes en el tejido sin necesidad de recurrir a técnicas de extracción, purificación o 
separación de analitos (Passarelli & Ewing, 2013). La técnica de MALDI-IMS (Matrix- 
assisted laser desorption ionization- Imaging Mass Spectrometry) constituye una de las 
técnicas más utilizadas para la obtención de imágenes a una resolución subcelular, lo 
cual es importante para dilucidar las funciones biológicas potenciales de los analitos en 
estudio (Ščupáková et al., 2020). 
 
El procedimiento general de la técnica comienza con la deposición de una sección 
representativa de la muestra biológica bien en un soporte de acero o bien en un 
portaobjetos de vidrio, normalmente recubierto con ITO (Indium tin oxide) para 
conferirle propiedades eléctricas. A continuación, se recubre la muestra con una 
sustancia orgánica (matriz de ionización), la cual absorbe la energía generada durante el 
pulso de un láser (generalmente UV, 335-350nm) y la usa para provocar la desorción e 
ionización de la muestra de interés. Como resultado, los iones generados son captados 
por un analizador de masas en el tubo de vuelo y posteriormente clasificados en función 
de su relación masa/carga (m/z). De este modo, la adquisición de espectros se lleva a 
cabo a lo largo del eje X e Y del soporte, permitiendo conocer tanto la concentración 
como la localización de cada analito de interés en toda la sección del tejido analizado.  
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Figura 16. Esquema representativo de las etapas necesarias para llevar a cabo la técnica de MALDI-IMS en 
muestras biológicas. I)Sacrificio y disección de órganos, II) Obtención de criocortes, III) Deposición de la 
matriz, IV)Escaneado 2D de la muestra a través del MALDI, V) Elaboración de imágenes a partir de iones 
m/z detectados en cada espectro. Adaptado de Schwamborn et al. (2010) y Fujimura et al. (2014). 
 
Asimismo, el tamaño del pixel en un experimento de MALDI estará determinado por la 
distancia a la que se mueve la muestra entre dos mediciones y generalmente se elige en 
el mismo rango que el diámetro del enfoque del láser para evitar la superposición del 
área analizada (Spengler, 2015). Normalmente, la mayoría de los estudios de MALDI-
IMS se han llevado a cabo usando una resolución espacial comprendida entre 50 y 200 
μm por cada pixel (Spengler, 2015). Sin embargo, la implementación de nuevos avances 
en los equipamientos de MALDI ha permitido obtener imágenes de MALDI con una 
resolución de entre 2,5 y 5 μm (Feenstra et al., 2017; Römpp & Spengler, 2013).  
 
Por otra parte, los protocolos de preparación de la muestra, así como la constitución de 
la misma, varían sensiblemente entre cada estudio y representan una fuente de 
variaciones ilimitada que dificulta el rendimiento del análisis (Wiangnon & Cramer, 
2015). Así, en esta etapa pueden influir desde parámetros como la humedad relativa, la 
temperatura, el flujo de aire o la superficie de soporte de la muestra hasta la co-
cristalización de la matriz con el analito (Wiangnon & Cramer, 2015). En consecuencia, 
los procesos de desorción y formación de iones resultantes se verán afectados, lo que a 
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su vez tendrá incidencia sobre el numero de iones detectados durante el análisis. Por lo 
tanto, aunque todas las etapas del proceso de preparación de la muestra son igualmente 
importantes, la aplicación de la matriz es crítica y debe ser optimizada para cada estudio 
de manera empírica. La investigación de nuevas matrices de ionización es un campo en 
continuo desarrollo y esta basada en la optimización de parámetros como la absorción 
láser o su estabilidad al vacío (Leopold et al., 2018b). Por otra parte, se han estudiado 
tanto superficies (Dufresne et al., 2016; Endres et al., 2018; Wang et al., 2017; Yang & 
Caprioli, 2014; Zavalin et al., 2012) como nuevos métodos de deposición de la matriz 
(Huizing et al., 2019) con el objetivo de mejorar tanto la sensibilidad de la técnica como 
la identificación de analitos de interés. También se ha descrito en estudios recientes que 
la deposición de la matriz puede afectar tanto a la deslocalización generalizada de 
analitos en la muestra (Huizing et al., 2019) como al tamaño de los cristales de la matriz 
depositada (Van Nuffel et al., 2018). 
 
En este contexto, la mayoría de los estudios clínicos llevados a cabo mediante MALDI-
IMS se han dedicado al análisis de proteínas o péptidos en muestras procedentes de 
modelos animales o directamente muestras humanas (Cornett et al., 2007). Sin 
embargo, durante la ultima década se ha producido un aumento considerable en el 
número de publicaciones relacionadas con el estudio de lípidos y su correlación con 
ciertas enfermedades (Meikle & Summers, 2017; Turpin-Nolan & Brüning, 2020; Zhao et 
al., 2015). Por una parte, se ha descrito recientemente una redistribución espacial del 
perfil lipídico en muestras de hígado procedentes de modelos animales de enfermedad 
hepática de hígado graso no alcohólico (NAFLD) y esteatohepatitis no alcohólica (NASH) 
respecto al hígado sano (Hall et al., 2017). También, se detectaron cambios globales en 
la proporción de fosfolípidos en el cerebro de un modelo de ratón que mimetiza las 
condiciones presentes durante el desarrollo de Alzheimer (Hong et al., 2016). Por tanto, 
la identificación y cuantificación de lípidos en muestras biológicas es un tema de interés 
en el ámbito de la investigación biomédica (Rustam & Reid, 2018) en general y de 
manera más particular, en el campo de la obesidad así como en las patologías asociadas 
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El objetivo principal de la presente Tesis doctoral ha sido identificar los cambios, 
cuantitativos y cualitativos, que afectan al lipidoma del tejido adiposo en condiciones de 
obesidad y resistencia a la insulina, así como las posibles alteraciones que ocurren en las 
rutas de biosíntesis de los lípidos modificados en dichas condiciones. Para lograr este 
objetivo general, se han planteado los siguientes objetivos específicos: 
 
I. Optimización y desarrollo de un protocolo para el procesamiento de muestras 
de tejido adiposo mediante MALDI-Imaging Mass Spectrometry (MALDI-IMS). 
 
II. Caracterización del perfil y distribución espacial del lipidoma del tejido adiposo 
subcutáneo mediante MALDI-IMS en modelos (murino y humano) de obesidad 
y resistencia a insulina y/o diabetes tipo 2. 
 
III. Análisis de las rutas de biosíntesis de esfingolípidos y éter-fosfolípidos en 
respuesta a procesos patogénicos asociados al desarrollo de resistencia a 
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3.1.- Sujetos y modelos experimentales. Criterios de selección y toma de muestras. 
3.1.1.- Cohorte de obesos con diferente perfil glucémico.  
Se emplearon muestras de tejido adiposo subcutáneo (TASC) de individuos obesos 
sometidos a cirugía bariátrica en la unidad de Cirugía Digestiva del Hospital Universitario 
Reina Sofía. Todos los participantes incluidos en este estudio dieron su consentimiento 
informado por escrito. Además, los pacientes fueron seleccionados conforme a los 
siguientes criterios: 
 
Criterios de inclusión: 
 
- Hombres y mujeres caucásicos de edades comprendidas entre 18 y 60 años. 
- Individuos obesos (≥ 35 kg/m2) normoglucémicos e individuos obesos con 
intolerancia a glucosa/resistencia a insulina/diabetes tipo 2 que sean sometidos 
a cirugía bariátrica y que no presenten otras patologías subyacentes en la 
exploración física y pruebas realizadas, al margen de las asociadas al exceso de 
peso 
 
Criterios de exclusión: 
- Diabetes mellitus tipo 2 en tratamiento con insulina.  
- Enfermedad sistémica grave no relacionada con la obesidad (enfermedad 
infecciosa, cáncer, nefropatía o hepatopatía grave) o enfermedad cardiovascular 
mayor en los 6 meses previos a la inclusión del estudio 
- Embarazo o lactancia 
- Enfermedad inflamatoria aguda o crónica 
Posteriormente, los pacientes obesos se subclasificaron en tres grupos con IMC y edad 
equiparables: normoglucémicos (NG, Glucosa < 100 mg/dL y HbA1c < 5,7 %, n = 4), 
pacientes con intolerancia a glucosa o pre diabéticos  (IGT, Glucosa < 126 mg/dL y HbA1c 
de 5,7 a 6,4 %, n = 5) y diabéticos tipo 2 (T2D, Glucosa > 126 mg/dL y HbA1c > 6,4 %, n = 
5), siguiendo los criterios del Comité de Expertos sobre el Diagnóstico y Clasificación de 
la Diabetes (American Diabetes Association, 2019). En la Tabla 1 se detallan los 
parámetros antropométricos asociados a los pacientes incluidos en este estudio. 
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Tabla 1.- Características antropométricas y bioquímicas de los sujetos incluidos en el estudio. 
 
 
  NG IR T2D 
N 5 5 5 
Edad  (años) 45.8 ± 4.2 42.6 ± 5.1  45.8 ± 9.7 
Género 
(hombres/mujeres) (1/4) (2/3) (3/2) 
Peso (Kg) 133.6 ± 15.6 133.0 ± 2.9 167.9 ± 10.8 bb 
IMC (kg/m2) 50.3 ± 3.4 49.1 ± 0.8 55.84 ± 12.5 b 
Glucosa (mg/dL) 94.8 ± 4.1 111.0 ± 3.0 a 222.5 ± 52.3 aaa,bbb 
HbA1c (%) 5.3 ± 0.2 6.1 ± 0.1 aa 10.1 ± 2.3 a, bb 
Triglicéridos (mg/dL) 134.3 ± 23.9 125.2 ± 10.0 175.0 ± 40.9 
Colesterol  (mg/dL) 166.8 ± 10.0 185.0 ± 8.0  201.4 ± 43.3  
HDL (mg/dL) 47.5 ± 4.9 47.8 ± 5.0 37.4 ± 8.1   
LDL (mg/dL) 96.3 ± 3.2 131.2 ± 13.9 102.8 ± 25.0 
 
Los datos se expresan como la media ± ESM. El p-valor se analizó utilizando la prueba T Student. a p <0.05, 
aa p <0.01, aaa p <0.001 vs NG; b p <0.05, bb p <0.01, bbb p <0.001 vs IR. Abreviaturas: NG, normoglucémicos; 
IR, insulino-resistentes; T2D, diabéticos tipo 2; IMC, índice de masa corporal; HbA1c, hemoglobina 
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3.1.2.- Modelo experimental in vivo: obesidad inducida por dieta.   
Se emplearon ratas macho (Rattus norvegicus) de la cepa Wistar, procedentes del 
animalario de la Universidad de Córdoba. Para reproducir las condiciones presentes 
durante la obesidad, el grupo obeso fue criado en camadas pequeñas de 4 animales 
(Small litter, SL) para inducir una sobrenutrición postnatal y una vez alcanzado el 
destete, fueron sometidos a una intervención con dieta alta en grasa (HFD, Diet D12451, 
45 % contenido de grasas; Research Diets Inc., New Brunswick, New Jersey). Por su 
parte, el grupo control fue criado en camadas de 12 animales (Normal litter, NL) a los 
que posteriormente se les administró una dieta baja en grasa (LFD, Diet D12450B, 10 % 
contenido de grasas; Research Diets Inc.).  
Por otra parte, se llevaron a cabo estudios complementarios de los niveles de glucosa 
en sangre en ambos grupos mediante pruebas de tolerancia a la glucosa (GTT) y a la 
insulina (ITT). En la prueba GTT, se midieron los niveles basales de glucosa en sangre 
durante la hora previa y tras aplicar una inyección intraperitoneal de glucosa (1 g/kg de 
peso corporal), se volvieron a medir las concentraciones de glucosa a los 20, 60 y 120 
min. Del mismo modo, en la prueba ITT, se aplicó una inyección intraperitoneal de 
insulina (0,75 UI/kg de peso corporal) y se midieron las concentraciones de glucosa a los 
20, 60 y 120 min posteriores a la inyección. 
En todo momento, los animales se mantuvieron en unas condiciones de temperatura 
adecuada (22-24 ºC) y un período de luz-oscuridad de 12 h, con acceso libre a comida y 
bebida. Asimismo, todos los experimentos con animales fueron revisados y aprobados 
por el comité ético de la Universidad de Córdoba, de acuerdo con la normativa europea 
y española para el uso de animales de experimentación animal.   
Finalmente, para la obtención de las muestras de tejido adiposo, los animales se 
sacrificaron por decapitación y tras la disección de los tejidos, éstos fueron colocados en 
tubos estériles de 2 ml e inmediatamente congelados con N2, siendo almacenados hasta 
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3.1.3.- Modelo experimental in vitro: adipogénesis y modelos de hiperglucemia/ 
hiperinsulinemia e inflamación  
3.1.3.1.- Cultivo y diferenciación de línea celular 3T3-L1. 
En el presente estudio, se ha utilizado la línea celular 3T3-L1 (American Type Culture 
Collection; LGC Standards S.L.U., Barcelona) procedente de fibroblastos de ratón, y en 
los cuales se induce el proceso de adipogenesis mediante la exposición a un cóctel 
hormonal compuesto de insulina, dexametasona y 3-isobutyl-1-methylxanthine (IBMX). 
Para llevar a cabo la experimentación, las células fueron sembradas en botellas de 150 
cm2 a una densidad de 2000 células/cm2 con medio de cultivo de mantenimiento 
[DMEM, (Dulbeco’s Modified Eagle Medium) suplementado con 4,5 g/L de glucosa, L-
glutamina 4 mM, antibiótico-antimicótico al 1% (v/v) y suero de neonato bovino (NCS) 
al 10 % (v/v)] e incubadas a 37 ºC en una atmósfera con un 5 % de CO2. El medio de 
cultivo se refrescó cada 2 días hasta alcanzar un grado de confluencia mínima del 70-80 
%. Una vez alcanzado el grado de confluencia necesaria, se llevaron a cabo subcultivos 
celulares en placas de 6 y 12 pocillos (3000 células/cm2), dependiendo del experimento, 
y se mantuvieron durante 2-3 días en medio de cultivo de mantenimiento antes de 
iniciar el proceso de diferenciación adipocitaria. Para inducir la diferenciación a 
adipocitos, las células se incubaron a Día 0 con medio de diferenciación base [DMEM 
suplementado con 4,5 g/L glucosa, 4 mmol/L L-glutamina, 1 % solución antibiótica-
antimicótica (v/v), 1,5 g/L bicarbonato sódico (NaHCO3) y 10 % suero fetal bovino (FBS) 
(v/v)], 10 μg/mL insulina, 0,25 μM dexametasona y 0,5 mmol/L IBMX]. Transcurridas las 
72 h, este medio se sustituyó por medio de diferenciación base suplementado con 10 
μg/mL de insulina y se incubó durante otras 72 h. A partir de entonces (Día 6 de 
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3.1.3.2.- Modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1: hiperglucemia/hiperinsulinemia 
(HGHI) e inducción de ambiente proinflamatorio (TNFa). 
Con el objetivo de emular algunas de las condiciones fisiopatológicas más relevantes 
asociadas al desarrollo de obesidad y resistencia a insulina, se utilizaron dos modelos 
celulares in vitro basados en la administración de concentraciones elevadas de glucosa 
e insulina (HGHI) o la exposición de los adipocitos al agente proinflamatorio TNFa. 
Concretamente, las células a día 6 de diferenciación fueron cultivadas previamente en 
un medio de pretratamiento [DMEM suplementado con 1 g/L de glucosa, L-glutamina 2 
% (v/v), solución antibiótica-antimicótica 1 % (v/v), NaHCO3 1,5 g/L y albumina libre de 
ácidos grasos (BSA-FFA) 0,5 %] durante 2 h. Pasado este tiempo, las células fueron 
sometidas en ambos casos y durante 24 h a: i) un tratamiento con alta concentración de 
glucosa (4,5 g/L) e insulina (100 nM) o ii) un tratamiento con TNFa (5 nM).  
3.1.3.3.- Ensayos de viabilidad celular. 
Para determinar la viabilidad de los modelos celulares in vitro anteriormente descritos, 
se utilizó el ensayo MTT [Bromuro 3-(4,5- dimetiltiazol-2-ilo)-2,5-difeniltetrazol, (Sigma-
Aldrich, Madrid, España)]. Este ensayo se basa en la reducción metabólica del 
compuesto por parte de la enzima mitocondrial succinato-deshidrogenasa, de manera 
que permite evaluar la funcionabilidad mitocondrial de las células tratadas y de manera 
indirecta medir supervivencia y proliferación celular. Para llevar a cabo este ensayo, se 
preparó una solución de MTT a una concentración de 0,1 mg/mL en medio de 
pretratamiento sin rojo fenol [DMEM suplementado con 1 g/L de glucosa, L-glutamina 
2 % (v/v), solución antibiótica-antimicótica 1 % (v/v), bicarbonato sódico 1,5 g/L y 
albumina libre de ácidos grasos (BSA-FFA) 0,5 %]. Como paso previo, las células fueron 
lavadas con PBS 1x para eliminar restos de medio de cultivo y acto seguido, fueron 
incubadas con la solución de MTT durante 3 h en oscuridad, a 37 ºC y en una atmósfera 
con un 5 % de CO2. Una vez finalizado el tiempo de incubación, la solución con MTT fue 
retirada y se añadió 1 ml por pocillo de dimetilsulfóxido (DMSO) para solubilizar los 
cristales generados durante la reacción del compuesto. Finalmente, la viabilidad celular 
fue determinada, siguiendo las instrucciones del fabricante, mediante 
espectrofotometría a una longitud de onda de 570 nm (FlexStation 3 Microplate Reader, 
BioNova científica, s.l., Madrid). 
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3.2.- Aproximaciones ómicas para el estudio del tejido adiposo. 
3.2.1.- Análisis del perfil lipídico de secciones histológicas mediante 
espectrometría de masas MALDI-Imaging. 
Para llevar a cabo el análisis de distribución espacial de lípidos mediante MALDI-Imaging 
(MALDI-IMS), se emplearon muestras congeladas de tejido adiposo subcutáneo (TASC) 
murino. Este procedimiento requiere de un complejo protocolo de optimización, debido 
tanto a la complejidad de la propia muestra, altamente enriquecida en lípidos, como de 
la técnica en sí, por su menor estandarización en estudios de lipidómica, en comparación 
con estudios proteómicos. Además de en esta sección, se proporcionan detalles sobre 
el proceso de optimización del protocolo de MALDI-IMS empleado en este estudio en la 
sección de Resultados (ver apartado 4.1).  
Como paso previo a la obtención de cortes seriados, las muestras fueron talladas en 
bloques y fijadas a un soporte con ayuda del compuesto Tissue-Tekâ O.C.T.™. De este 
modo, y usando un criostato (CM1860UV; Leica Microsystems, Wetzlar, Alemania), se 
obtuvieron secciones histológicas de 14-16 µm de grosor a -35 ºC de temperatura. Los 
experimentos se llevaron a cabo para cada muestra por triplicado y los cortes seriados 
fueron montados por descongelación sobre portaobjetos conductivos recubiertos con 
óxido de indio y estaño (Indium Tin Oxide, ITO) solos, o en combinación con una cinta 
adhesiva de carbono (Carbon Conductive Tape, CCT). Por otra parte, para el bloque de 
experimentos con muestras embebidas, se utilizaron una solución acuosa de gelatina-
carboximetilcelulosa (relación 10:5:85, % p/v) o agarosa. Una vez montadas sobre el 
portaobjetos, las muestras fueron secadas con la ayuda de un desecador de vacío y 
posteriormente lavadas con una solución fría (4 ºC) de acetato de amonio (pH 6.7) para 
reducir la formación de aductos con el analito (Angel et al., 2012). 
Para la deposición de la matriz se llevaron a cabo tres protocolos diferentes (Fig. 17) y 
se emplearon cuatro matrices con propiedades y modo de ionización distintos: 2,5-
Dihidroxiacetofenona (DHB), Ácido 2,5-dihidroxibenzoico (DHA), 2-
mercaptobenzotiazol (MBT) y 1,5-Diaminonaftaleno (DAN).   
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Figura 17. Representación esquemática de los métodos de deposición de la matriz empleados en los 
experimentos de MALDI-IMS usando muestras de tejido adiposo. (a) Estación de sublimación, (b) Estación 
robótica SunCollect, (c) Deposición seca de la matriz.  
El primero de ellos (Fig. 17a) se adaptó a partir del método propuesto por Hankin JA et 
al. (2007) y consistió en la sublimación de la matriz en unas condiciones de temperatura 
y tiempos de deposición controladas dentro de una cámara de sublimación al vacío. El 
segundo método (Fig. 17b) fue llevado a cabo mediante el uso de la estación robótica 
de sprayer SunCollect (SunChrom GmbH, Alemania) de tal manera que la matriz fue 
depositada sobre la muestra a una velocidad de 10 µL/min, hasta completar un total de 
20 capas. Por otra parte, se testaron distintos porcentajes de solvente orgánico (40-70 
% de ACN) y se añadió ácido trifluoroacético (TFA 0.2 %) a la matriz para optimizar el 
rendimiento en el proceso de deposición y mejorar la relación señal/ruido. El tercer y 
ultimo protocolo (Fig. 17c) está basado en la aplicación de la matriz por medio de 
estrategias de deposición libres de solvente orgánico. Para ello, la matriz fue molida en 
un mortero hasta obtener un polvo fino y con la ayuda de una espátula y un pincel, se 
depositó sobre la superficie de la muestra. En último lugar, el exceso de matriz se retiró 
usando una corriente de nitrógeno libre de oxígeno.  
En todos los procedimientos descritos anteriormente, los parámetros fueron 
estrictamente controlados para asegurar tanto la eficiencia de ionización como la 
reproducibilidad del método (Tabla 2).  
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Tabla 2.- Condiciones empleadas para la deposición de la matriz de ionización en 
muestras de tejido adiposo. 









DHA 110 6.5 15 90:10 
DHB 120 7 60 50:50 
DAN 110 6.5 10 60:40 
MBT 150 7.5 10 70:30 
DHA: 2,5-Dihidroxiacetofenona, DHB: Ácido 2,5-dihidroxibenzoico, DAN: 1,5-Diaminonaftaleno, 
MBT: 2-mercaptobenzotiazol, ACN/H20: acetonitrilo: agua destilada.  
Los espectros fueron obtenidos en polaridad positiva usando un espectrómetro de 
masas 5800 MALDI-TOF/TOF (AB Sciex Instruments, Foster City, CA), equipado con un 
láser Nd:YAG de 355 nm de longitud de onda. El análisis espectral de todos los iones se 
llevó a cabo en un rango m/z de 350 a 1100, a una resolución lateral de 150 µm entre 
pixeles, acumulando un total de 100 disparos por posición de escaneo. La potencia del 
láser fue ajustada en cada caso hasta unos valores finales comprendidos entre los 5600-
5800 (u.a.), dependiendo de la matriz y del protocolo de deposición empleado. Para la 
calibración interna de los espectros de MALDI-IMS, se utilizaron 625 fmol/mL de una 
mezcla de calibrantes compuesta por reactivos comerciales de Bradiquinina (BF1-7) y 
Angiotensina II (AT2). De este modo, se utilizaron los picos correspondientes a BF1-7 
(m/z= 757.40 [M+H]+) y AT2 (m/z= 1046.54 [M+H]+) y se seleccionaron sólo aquellos 
picos con una tolerancia de masas por debajo de 20 ppm, una desviación máxima de 
0.001 ppm en masas y una relación señal/ruido por encima de 100. Asimismo, las 
muestras fueron analizadas de manera aleatoria para evitar posibles sesgos en la 
interpretación de espectros, ya sea por variaciones en la sensibilidad del espectrómetro 
de masas o por degradación de la matriz de ionización.  
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3.2.2.- Identificación y cuantificación de lípidos mediante cromatografía líquida 
acoplada a espectrometría de masas de alta resolución (LC/MS-MS). 
Los extractos lipídicos fueron obtenidos a partir de muestras congeladas de tejido 
adiposo subcutáneo del modelo murino y de individuos obesos. Concretamente se usó 
un n=5 de cada grupo de pacientes (NG-IGT-T2D), y un n=3 de cada grupo animal 
(NL/LFD vs. SL/HFD).  
Para llevar a cabo la optimización de la extracción de lípidos del tejido adiposo, se 
llevaron a cabo dos estudios complementarios. En el primer estudio, se probaron dos 
tipos de extractantes con propiedades distintas (MTBE: metil tert-butil éter y CM: 
cloroformo/metanol, 1:1) y un protocolo de extracción sólida de la muestra (SPE) para 
potenciar la identificación de lípidos (López-Bascón et al., 2018) . Para ello, se colocaron 
100 mg de tejido adiposo en hielo y posteriormente fueron homogeneizados en 250 µL 
de Dulbecco's Phosphate-Buffered Saline (D-PBS, 1x). Acto seguido, se sonicaron las 
muestras durante 4 min en hielo ( 8 ciclos de 30 segundos) y tras ello, se incubaron a 
35ºC durante 15 min para promover la solubilización de lípidos en el buffer empleado. 
Una vez completada la incubación, se dejaron reposar en hielo durante 30 min y después 
se centrifugaron durante 15 min a 16000 ´ g y 4ºC de temperatura. Finalmente, los 
lípidos se concentraron en la fracción superior, la cual fue recogida y dividida a su vez 
en dos fracciones para probar las distintas metodologías de extracción (CM, MTBE y 
SPE). 
En el segundo estudio, se llevó a cabo un protocolo de extracción de lípidos generales 
previamente descrito (L. D. Roberts et al., 2014). En este caso, se homogenizaron 100 
mg de tejido adiposo en 600 µL de cloroformo/metanol (relación 2:1 v/v, Método de 
Folch) y posteriormente se sonicaron durante 15 min a 4 ºC (3 series de 5 min). Acto 
seguido, se añadieron 600 µL de cloroformo y 400 µL de metanol/agua (relación 1:1 v/v) 
y se mezclaron las muestras con la ayuda de un vórtex, como paso previo a su 
centrifugación durante 20 min a 16000 ´ g. El proceso de extracción se llevó a cabo por 
duplicado, y las fases resultantes se combinaron por separado (orgánica vs. acuosa). Los 
extractos fueron secados con una corriente de nitrógeno y se almacenaron a -20ºC hasta 
su uso.  
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En último lugar, el análisis de los extractos lipídicos se llevo a cabo usando dos 
equipamientos distintos. En el primer estudio de tejido adiposo murino, se utilizó un 
sistema de cromatografía líquida (LC) Agilent Serie 1200, acoplado a un espectrómetro 
de masas híbrido (QTOF) Agilent 6540 UHD (Santa Clara, CA, EE.UU.). En este caso, el 
detector QTOF estaba equipado con una fuente de ionización por electropulverización 
doble (eluido cromatográfico y solución de referencia) para poder calibrar en modo 
continuo cada una de las m/z detectados. Los eluidos cromatográficos se analizaron 
mediante espectrometría de masas en tándem en modo de alta resolución. 
En el segundo estudio, con tejido adiposo murino y humano, se usó un sistema de 
cromatografía líquida de alta presión (HPLC) UltiMate 3000, acoplado a un analizador 
de tipo triplecuadrupolo (QqQ) TSQ QuantumTM (Thermo Scientific, Waltham, MA, 
EE.UU.). El detector QqQ se equipó con una interfase de electrospray a alta temperatura 
(HESI, Thermo) y la separación de lípidos por cromatografía se llevo a cabo mediante el 
uso de columnas Kinetex 2.6 µm C18 100 Å (100 mm ´ 3 mm) protegidas con una 
precolumna C18 (4 mm ´ 3 mm), ambas adquiridas en la casa comercial Phenomenex 
(Madrid). En ambos estudios, la estrategia empleada para la determinación de las 
especies lipídicas fue muy similar a la descrita por López-Bascón et al., 2018 y una 
descripción más detallada puede encontrarse en la publicación de Fernández-Vega et 
al., 2020. 
3.2.3.- Tinción de hematoxilina-eosina. 
Las secciones de tejido adiposo subcutáneo congelado fueron teñidas con Hematoxilina 
de Mayer (catiónica) para visualizar los núcleos de las células (básofilos) y con Eosina 
(aniónica) para teñir componentes básicos (acidófilos) como el citoplasma celular. El 
protocolo empleado consistió inicialmente en la hidratación de las secciones 
histológicas y su posterior tinción con hematoxilina durante 15 min. Acto seguido, se 
lavaron las muestras con agua destilada (3 series de 5 min) y se tiñeron con eosina 
durante 60 segundos. Tras lavar nuevamente las muestras, se procedió a su sellado con 
medio de montaje EukittÒ. Finalmente, usando un microscopio Leica DM2000 y sus 
objetivos 4 ´ y 20 ´, se obtuvieron imágenes ópticas de cada sección histológica, 
empleado para ello el software del propio fabricante (versión 4.8). 
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3.2.4.- Análisis Bioinformático. 
Dada la alta dimensionalidad de los conjuntos de datos que se generan durante la 
experimentación, se requiere de una etapa inicial de pre-procesamiento que permita 
reducir las variabilidades inherentes al proceso de adquisición de datos. De esta manera, 
el análisis de los datos obtenidos durante la experimentación se llevó a cabo en dos 
etapas claramente definidas: i) pre-procesamiento, ii) análisis funcional y estadístico de 
los resultados. Para llevarlo a cabo, los archivos brutos originales fueron convertidos a 
formato imzML y sometidos a un procesamiento inicial con la herramienta 
SpectralAnalysis, para seleccionar aquellas masas con un error inferior a 20 ppm. Con 
ayuda del software Cardinal R package (v1.10.0), los archivos imzML fueron 
normalizados usando el método de la Corriente Total de Iones (TIC). Acto seguido, con 
el fin de reducir el ruido electrónico y corregir la línea base, se filtraron los datos en 
bruto y se aplicó un binning total de 0.015 al conjunto de los datos procesados. 
Por su parte, el análisis funcional y estadístico de los datos se llevo a cabo por medio de 
la herramienta online MetaboAnalyst 4.0 (https://www.metaboanalyst.ca). El conjunto 
de datos fue sometido inicialmente a un filtrado por rango intercuartílico (IQR) y 
posteriormente transformado a escala logarítmica para facilitar su manejo y posterior 
visualización. Asimismo, los datos fueron normalizados usando la herramienta Auto-
scaling, la cual divide la media de cada variable entre su desviación estándar. 
Finalmente, para el estudio del comportamiento de las variables de forma individual se 
emplearon métodos de análisis como el Fold Change o el t-test, mientras que el estudio 
de la correlación entre variables se llevó a cabo por medio del análisis discriminante de 
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3.3.- Western Blotting  
3.3.1.- Obtención de extractos proteicos. 
Se llevó a cabo un análisis de expresión proteica de las enzimas implicadas en la 
biosíntesis de lípidos y de la adipoquina, adiponectina, en células 3T3-L1 con el objetivo 
de analizar el comportamiento de estas proteínas tanto en el proceso de adipogénesis 
(Días 0-3-6-9) como tras la exposición a los tratamientos de HGHI y TNFa en células a 
día 6 de diferenciación.  Para llevarlo a cabo, el día de los experimentos, las células 
fueron previamente lavadas 3 veces con PBS 1x frío, y acto seguido, fueron recogidas 
con la ayuda de un scrapper y lisadas añadiendo 300 μL de tampón SDS-DTT (0,5 M Tris-
HCl pH 7,4, 4 % SDS, glicerol puro, 1 M DTT, azul de bromofenol y agua destilada), 
previamente calentado a 65 ºC. Las muestras recogidas fueron sonicadas durante 30 
segundos y acto seguido se calentaron a 95 ºC durante 5 minutos para favorecer la 
desnaturalización de las proteínas. Finalmente, el extracto proteico se almacenó a -20 
ºC hasta el momento de su uso. 
3.3.2.- Electroforesis desnaturalizante y electrotransferencia. 
Una vez preparados los extractos proteicos, se ajustaron las muestras a una 
concentración de 1 μg/μL y se cargaron 20 μg de proteína/pocillo en un gel de 
poliacrilamida (SDS-PAGE) al 10 %. Conjuntamente, se cargaron 3 μl del marcador 
Precision Plus ProteinTM Dual Color (Rango 10-250 kDa) (Bio-Rad, Madrid, España) por 
cada gel y como referencia de peso molecular. Para llevar a cabo la electroforesis 
desnaturalizante, se utilizó el sistema Mini-PROTEAN Tetra (Bio-Rad) y los geles fueron 
sumergidos en un tampón de electroforesis (0,25 M Tris, 0,03 M SDS y 1,9 M Glicina). 
Inicialmente, se aplicó un voltaje de 80 V durante 10 minutos para concentrar todas las 
proteínas en el gel concentrador (4 % de poliacrilamida) y seguidamente, se aumentó 
hasta los 120 V hasta que el frente de proteínas alcanzó el final del gel separador (10 % 
de poliacrilamida). Tras finalizar la electroforesis, las proteínas fueron transferidas a una 
membrana de nitrocelulosa (BioTrace NT, Pall Corp., Pensacola, FL, EE.UU.) mediante 
transferencia húmeda, con recirculación continua del tampón de transferencia [25 mM 
Tris, 190 mM Glicina, 0,2 % SDS (m/v), 20 % metanol (v/v)]. La electrotransferencia de 
proteínas a la membrana se llevó a cabo manteniendo un amperaje constante de 330 
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mA y durante 1 h en frío, para evitar un aumento de temperatura que facilite la aparición 
de burbujas en el seno del gel. Con el objetivo de visualizar el patrón de bandas y de esta 
manera poder normalizar las muestras, las membranas de nitrocelulosa fueron teñidas 
con Rojo Ponceau [0,1 % Rojo Ponceau (m/v) en 1 % ácido acético (v/v)] durante 10 min 
en agitación. Tras la digitalización de las bandas, las membranas fueron desteñidas con 
ácido acético al 1 % y posteriormente lavadas con tampón de lavado TTBS [(Tris- HCl 25 
mmol/L, NaCl 150 mmol/L, pH 7,5; Tween-20 al 0,0 5% (v/v)]. Finalmente, las 
membranas fueron bloqueadas con tampón de bloqueo [leche desnatada en polvo (Bio-
Rad) al 5 % (m/v) en TTBS] durante 1 h como paso previo a la incubación con el 
anticuerpo primario. 
3.3.3.- Inmunodetección de proteínas. 
Las membranas se incubaron con el anticuerpo primario correspondiente (Tabla 3) 
diluido en tampón de bloqueo durante toda la noche a 4ºC y en agitación. A 
continuación, se lavaron 3 veces con tampón TTBS 1x durante 10 min en agitación y 
posteriormente, se incubaron con el anticuerpo secundario correspondiente marcado 
con peroxidasa de rábano (Anti-IgG de conejo, 1:10000, Jackson Inmunoresearch, Ref. 
111035144; Anti-IgG de ratón, 1:2500, Sigma- Aldrich, Ref. A-9044) diluido en tampón 
de bloqueo, durante una 1 h y a temperatura ambiente. 
Antes de proceder al revelado de las membranas, éstas se lavaron tres veces con TTBS 
1x durante 10 min en agitación. Para la inmunodetección de proteínas en membrana, se 
empleó el kit de detección ClarityTM Western ECL Substrate (Bio-Rad) y la estación de 
documentación de geles LAS 4000 (Software ImageQuant LAS 4000 V1.2, GE 
Healthacare, Little Chalfont, Reino Unido). Las imágenes adquiridas se procesaron con 
el software ImageJ (v1.52p, NIH, EE.UU.) y en ellas se cuantificó la media de la densidad 
óptica (DO) detectada en cada banda inmunoreactiva. Finalmente, como marcador de 
carga, todos los valores se han normalizado con respecto a la DO correspondiente a su 
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Tabla 3.- Listado de anticuerpos primarios utilizados 
Se indica el huésped en que se obtuvieron los anticuerpos, el peso molecular de la proteína que 
detectan, dilución empleada, referencia y casa comercial. 
3.4.- Análisis de expresión génica. 
El estudio de expresión génica se llevó a cabo usando muestras congeladas de células 
3T3-L1, tanto a lo largo del proceso de diferenciación (Día 0-3-6-9) como tras la 
exposición de células a día 6 a los tratamientos de HGHI o TNFa.  El listado de genes de 
interés seleccionados en este estudio, incluyendo genes que participan en la síntesis de 
éter-fosfolípidos, ceramidas y esfingomielinas, se recoge en la Tabla 4. 
Tabla 4.- Listado de genes seleccionados para su estudio por qPCR. 
 
Anticuerpo 1º Huésped Peso Molecular Dilución Referencia Casa Comercial
Anti-SMS1 Conejo 49 kDa 1:1000 PA1-12761 Thermo Fisher 
Anti-SMS2 Conejo 49-55 kDa 1:1000 PA5-26802 Thermo Fisher 
Anti-CEPT1 Conejo 55 kDa 1:750 PA5-23876 Thermo Fisher 
Anti-Alkyl-DHAP synthase Conejo 73 kDa 1:1000 Ab184186 Abcam
Anti-nSMase Conejo 49 kDa 1:2000 Ab131330 Abcam
Anti-ASAH1 Conejo 52 kDa 1:1000 Ab74469 Abcam
Anti-GRP78 Ratón 78 kDa 1:1000 sc-376768 Santa Cruz Biotechnology 
Anti-Catalase Ratón 60 kDa 1:1000 Ab16771 Abcam
Anti-GSS Conejo 52 kDa 1:1000 Ab133592 Abcam
Anti-Adiponectin Ratón 32 kDa 1:1000 NBP2-22450 Novus Biologicals
Anti-CHOP Ratón 27 kDa 1:1000 #2895 Cell Signalling
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Se indica el huésped para el que se diseñaron los cebadores (Mus musculus), su 
identificador en la base de datos del NCBI (ID o REFERENCIA), el nombre del gen y la 
secuencia de cada uno de los cebadores empleados (FORWARD y REVERSE). 
3.4.1.- Extracción de ARNm. 
Para proceder a la extracción de ARN, las células se recogieron en 1 mL de Trizol (Tri® 
Reagent, Invitrogen, Carlsbad, CA, EE.UU.), siguiendo las instrucciones del fabricante y 
se congelaron a -80 ºC hasta finalizar la recogida de todas las muestras del estudio. Una 
vez se obtuvieron todas las muestras, los extractos se descongelaron y se dejaron 
incubar durante 5 min con 200 μL de cloroformo. A continuación, se centrifugaron los 
extractos durante 15 min a 12000 g y 4 ºC de temperatura, favoreciendo así la 
separación de la fase acuosa (que contiene el ARN) y la fase orgánica, compuesta 
mayoritariamente de ADN y proteínas. Una vez recogida la fase acuosa, se le añadió 
isopropanol (relación 1:1) y se centrifugó a 12000 g y 4 ºC durante 10 min. Tras la 
centrifugación, se descartó el sobrenadante y tras secar el pellet, se lavó con 1 mL de 
etanol al 75 % y se volvió a centrifugar a 7500 g y 4 ºC durante 5 min. Por último, el pellet 
final de cada muestra se reconstituyó en 11 μL de agua DPEC (Dietil-piro carbonato) y 
se calentó a 65 ºC durante 5 min. Para la cuantificación del ARN, se midió la absorbancia 
de cada extracto a 260 y 280 nm en el espectrofotómetro NanoDrop DS-11 (DeNovix, 
DE, EE.UU.). 
3.4.2.- Retrotranscripción del ARNm. 
Para llevar a cabo la retro-transcripción del ARN a ADN copia (ADNc), se utilizó el kit 
comercial RevertAid First Strand cDNA Synthesis Kit (Thermo Fisher, Waltham, MA, 
EE.UU.),  usando 1 μL del reactivo Random Hexamer primer y 1 μg de ARN, completando 
el volumen hasta 12 μL con agua libre de nucleasas. Tras un período de incubación a 65 
ºC durante 5 min, se dejaron reposar las muestras en hielo mientras se procedía a la 
elaboración de la Máster Mix siguiendo las instrucciones del fabricante. Por cada 
reacción, se añadieron 4 μL del buffer 5x, 1 μL de RiboLock RNAse inhibitor, 2 μL de de 
dNTP Mix 10 mM y 1 μL de RevertAid M-MuIV RT 200 U/μL. En cada muestra, se 
utilizaron 8 μL de la solución Máster Mix y tras un spin, se procedió a una incubación 
inicial a 25 ºC durante 5 min, seguida de otra incubación a 42 ºC durante 1 h.  
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3.4.3.- Diseño y validación de cebadores. 
El diseño de las parejas de cebadores para cada gen se llevó a cabo usando el software 
Primer3 (V.0.4.0). Se fijaron los siguientes parámetros: tamaño del producto final (80-
200 nucleótidos), longitud de cebadores comprendida entre 18-23 nucleótidos, 
porcentaje G-C entre 45-55 % y temperatura de alineamiento o melting (Tm) de entre 
60-61 ºC. De los candidatos propuestos por el software, se seleccionaron 
preferiblemente aquellos que abarcaban varios exones de la secuencia diana y se solicitó 
su síntesis en la casa comercial StabVida (Caparica, Portugal).  
Los cebadores liofilizados fueron resuspendidos en agua Milli-Q a una dilución 1:100 
como paso previo a su validación en muestras control de ratón y humano. Partiendo de 
un stock de cebadores a una concentración inicial de 100 μM, se preparó una dilución 
1:10 y se ajustó el volumen al número de muestras a usar para llevar a cabo una PCR 
convencional. Para ello, se añadieron 1 μL de forward primer, 1 μL de reverse primer, 
100 ng de ADN control, 12,5 μL del reactivo Máster Mix 2x para PCR (Thermo Scientific, 
Waltham, MA, , EE.UU.) y se completó con agua libre de ARNasas hasta un volumen final 
de 25 μL. 
Asimismo, los cebadores fueron validados mediante una PCR convencional, usando 
muestras de control positivo con ADNc y muestras de control negativo sustituyendo el 
ADNc por agua libre de ARNasas. Para ello, las muestras se cargaron en un gel de agarosa 
al 2 % en tampón TAE 1x (compuesto de tris, acetato y EDTA) al que se le añadió el 
reactivo Red SafeTM Nucleic Acid Staining Solution (iNtron Biotechnology, Seongnam, 
Corea) para teñir los ácidos nucleicos. Tras una electroforesis de 30 minutos a 80V, el 
gel fue visualizado con la cámara ultravioleta del sistema ChemiDocTM XRS (Bio-Rad) y 
procesado con el software Quantity One (versión 4.6.6). 
3.4.4.- PCR cuantitativa en tiempo real (RT-qPCR) 
Los niveles de expresión de los genes seleccionados para su estudio fueron medidos por 
PCR a tiempo real utilizando el sistema LightCycler® 96 (Roche, Basel, Suiza). Tomando 
como partida los stocks de cebadores previamente resuspendidos a una concentración 
de 100 µM, se preparó una mezcla de cebadores utilizando 10 µL de primer forward, 10 
  MATERIAL Y MÉTODOS 
 
- 83 - 
 
µL de primer reverse y 80 µL de agua libre de nucleasas. Para preparar la Máster Mix, se 
usaron 0,5 µL/muestra de la dilución de los cebadores Forward y Reverse, 0,5 
µL/muestra de agua libre de nucleasas y 5 µL/muestra del reactivo Máster Mix GoTaq® 
qPCR Máster Mix (Promega, Madison, WI, EE.UU.). Acto seguido, usando una placa de 
96 pocillos, se cargaron por duplicado 4 µL de una dilución 1:50 del ADNc 
correspondiente a cada muestra del estudio y 6 µL de la Máster Mix. Finalmente, los 
datos obtenidos se procesaron con el Software LightCycler® 96 SW (versión 1.1). 
3.5.- Análisis estadístico. 
En cada figura se representa el valor correspondiente a la media ± SEM (error estándar 
de la media), obtenido a partir de al menos tres experimentos independientes. Los 
análisis de las pruebas GTT e ITT, así como los resultados obtenidos por RT-qPCR en 
cultivos celulares, se llevaron a cabo usando un n = 6.  
 
Para la comparación de los resultados obtenidos entre dos grupos experimentales, se 
utilizó o la prueba t de Student para datos paramétricos o la prueba U de Mann-Whitney 
para datos no paramétricos. En aquellos estudios donde se comparan más de dos grupos 
experimentales, el estudio estadístico se llevo a cabo por medio de un análisis de 
varianza de una vía (ANOVA) seguido del método de la diferencia menos significativa 
(LSD) de Fisher. En ambos casos, las diferencias entre los grupos experimentales se 
consideraron estadísticamente significativas a partir de un nivel de confianza superior al 
95% (P < 0,05) 
 
Los análisis estadísticos se realizaron con el programa SPSS/Windows versión 24.0 (SPSS 
Inc., Chicago, IL, USA) mientras que su representación gráfica se realizó con el software 
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4.1.- Optimización de un protocolo de MALDI-Imaging para el análisis del perfil lipídico 
del tejido adiposo en modelos murinos. 
 
La técnica de MALDI-Imaging representa una innovadora herramienta para el 
descubrimiento de biomarcadores en histopatología ya que combina tanto la 
identificación de bioanalitos (proteínas, péptidos, lípidos, metabolitos...) como su 
distribución espacial en los tejidos analizados. La información obtenida por esta técnica 
se puede integrar con las imágenes proporcionadas por técnicas clásicas de histología, 
permitiendo así monitorizar los cambios fisiológicos que se producen en el tejido 
analizado durante el desarrollo de una patología concreta. Sin embargo, su uso en 
tejidos blandos y altamente enriquecidos en lípidos como el tejido adiposo no se había 
contemplado hasta la fecha, debido a la falta de protocolos específicos para su análisis.  
 
Por ello, el objetivo principal de este estudio ha sido diseñar un protocolo de MALDI-
Imaging que permita el análisis del perfil lipídico en muestras de tejido adiposo, y así 
poder investigar los cambios fisiopatológicos que se producen en el tejido en respuesta 
al desarrollo de obesidad y resistencia a la insulina. 
 
4.1.1.- Estrategias de preparación de la muestra para su análisis mediante MALDI-IMS. 
 
La preparación de la muestra constituye una etapa crítica para la obtención de 
resultados confiables en la técnica MALDI-Imaging (Richard J. A. Goodwin, 2012). Puesto 
que los analitos de interés también son caracterizados a nivel espacial dentro de la 
muestra, resulta esencial mantener la integridad estructural del tejido analizado para 
evitar un desplazamiento de estas moléculas con respecto a su posición anatómica 
original. Es por ello que, tomando como referente lo descrito previamente en la 
literatura (Thomas & Chaurand, 2014; Zemski Berry et al., 2011), en este trabajo se han 
ido adaptando cada una de las etapas principales de preparación de la muestra (Fig.1) 














Figura 18. Esquema de las principales etapas de la preparación de muestras y posteriores puntos de control 
para la obtención de datos e imágenes por MALDI-IMS. Como sucede en la mayoría de las técnicas ómicas 
empleadas para el análisis de muestras biológicas, es de vital importancia optimizar cada una de las etapas 
de preparación de la muestra para obtener resultados confiables. En este esquema se representan cada 
una de las etapas para la optimización y puesta a punto de un protocolo de análisis del tejido adiposo 
mediante la técnica MALDI-IMS.  
 
 
§ RECOGIDA  
 
En primer lugar, se llevó a cabo una puesta a punto para la recogida óptima de las 
biopsias de tejido adiposo. Para ello, las muestras procedentes de modelos murinos de 
obesidad fueron lavadas con PBS1x tras su extracción con el objetivo de eliminar 
impurezas y restos de sangre.  
 
A continuación, se probaron dos estrategias para la conservación de la muestra: i) 
almacenamiento del tejido en seco y ii) inmersión de tejidos en soluciones acuosas 
compuestas de polímeros. Por un lado, el almacenamiento en seco constituye el método 
estándar para el procesamiento de muestras biológicas y se obtuvieron mejores 
resultados en la obtención de cortes seriados cuando los tejidos habían sido 
almacenados previamente en moldes con forma cuadrada. Por otro lado, dado que el 
tejido adiposo presenta una consistencia blanda y carece de una morfología compacta, 
se llevaron a cabo experimentos para embeber las muestras en soluciones acuosas de 
gelatina-carboximetilcelulosa o agarosa. Finalmente, las muestras procesadas por 
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§ PROCESAMIENTO  
 
A continuación, se llevó a cabo el procesamiento de la muestra para la obtención de 
secciones de tejido adiposo. Para ello y dadas las propiedades intrínsecas del tejido 
adiposo, las muestras fueron procesadas con la ayuda de un criostato en un rango de -
20 a -35ºC de temperatura. De forma paralela, se llevaron a cabo pruebas de corte en 
un rango de 4-20 µM de grosor y a partir de los resultados obtenidos, se pudo concluir 
que el rango óptimo para la obtención de secciones histológicas en este tipo de 
muestras era de 14-16 µM de grosor. Acto seguido, se aplicó una matriz de ionización 
sobre la muestra observándose una clara difusión del contenido lipídico de la muestra 
hacia la periferia (Fig.19)  
 
 
Figura 19. Procesamiento de muestras por congelación en seco. Imágenes obtenidas antes (A) y después 
(B) de la aplicación de la matriz de ionización en muestras de tejido adiposo de rata obtenidas por 
congelación en seco. La línea negra discontinua corresponde al contorno de la sección de tejido obtenida 
mientras que la línea discontinua roja representa el avance de los lípidos presentes en la muestra hacia la 
periferia del tejido. 
 
Paralelamente, se llevaron a cabo pruebas de corte usando las muestras embebidas en 
soluciones acuosas de gelatina-carboximetilcelulosa o en agarosa. El uso de este tipo de 
soluciones permitió obtener cortes de buena calidad en el mismo rango de grosor que 
con el método anterior (Fig.20, A-B). Sin embargo, tras la deposición de la matriz de 
ionización sobre la muestra, nuevamente se produjo la difusión y deslocalización de los 
lípidos presentes en la misma (Fig.20, C-D). En conclusión, dado que ninguno de los 
métodos probados era eficaz en la contención de los lípidos en la muestra, se optó por 
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Figura 20. Evaluación del método de seccionamiento en tejidos embebidos. Imágenes obtenidas antes (A 
y B) y después (C y D) de la aplicación de la matriz de ionización en secciones de tejido adiposo de rata. La 
imagen de la izquierda muestra dos secciones de tejido adiposo embebidas en (A) gelatina o en (B) una 
solución mixta de gelatina-carboximetilcelulosa (ratio 10:5:85, % p/v). La imagen de la derecha muestra las 
dos secciones de tejido adiposo embebidas en (C) gelatina-carboximetilcelulosa o en (D) agarosa tras la 
aplicación de la matriz de ionización. En dichas imágenes se representa con una línea discontinua negra el 
contorno del tejido adiposo y con una línea discontinua azul el contorno del molde generado al embeber 
el tejido. Por otra parte, la línea roja discontinua representa el avance de los lípidos tras depositar la matriz 
de ionización sobre la muestra. 
 
§ IONIZACIÓN  
 
4.1.2.- Comparación de matrices de ionización y métodos de deposición. 
 
Previamente a su paso por el MALDI, la muestra debe ser recubierta con una matriz de 
ionización, cuya función principal es absorber la energía de un pulso de laser y después 
transmitirla a la muestra en forma de energía de excitación. Para optimizar la ionización 
del tejido adiposo, se probaron cuatro matrices con propiedades fisicoquímicas 
distintas: Ácido 2,5-dihidroxibenzoico (DHA), 2-mercaptobenzotiazol (MBT), 1,5-
Diaminonaftaleno (DAN) y 2,5-Dihidroxiacetofenona (DHB). Cada una de estas matrices 
fue depositada sobre la muestra mediante el uso de tres métodos diferentes: 
sublimación, estación robótica de sprayer y deposición en seco.  
 
En primer lugar, la sublimación de la matriz a fase gaseosa permitía ionizar la muestra 
de manera inmediata sin la necesidad de usar solventes orgánicos que puedan afectar a 
la integridad de los analitos o favorezcan su movilidad. Sin embargo, la sublimación de 
todas las matrices testadas produjo una difusión de lípidos exacerbada desde la muestra 
hacia la periferia, generando así un característico halo sombreado alrededor de la 
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Figura 21. Deslocalización de lípidos tras deposición de la matriz por sublimación. Las secciones de tejido 
adiposo fueron depositadas sobre portaobjetos conductivos de ITO y posteriormente se recubrieron con 
la matriz DHA (A), MBT (B), DAN (C), o DHB (D) para su ionización. Los puntos rojos representan el contorno 
del tejido adiposo mientras que el halo sombreado alrededor del tejido corresponde al avance de los lípidos 
desde la muestra hacia la periferia. 
 
En segundo lugar, el método de deposición por sprayer genera cristales muy pequeños 
de la matriz que se distribuyen de manera uniforme a lo largo de la muestra, lo cual 
favorece su homogeneización y posterior ionización. No obstante, tal y como se muestra 
en la Fig.22, este método provocó el desplazamiento de lípidos desde la muestra hacia 
la periferia en todas las matrices testadas, un efecto que se exacerbaba conforme 
avanza el tiempo desde la deposición de la matriz. Cabe destacar que la difusión de 
lípidos se produjo en menor medida en aquellos experimentos donde se usaba DHA o 
DHB, siendo ésta ultima en la que se observaba un menor desplazamiento de analitos.  
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Figura 22. Deslocalización de lípidos tras deposición de la matriz usando la estación robótica SunCollect. 
Experimento time-course donde se muestra la difusión de lípidos desde la muestra en los 120 minutos 
posteriores a la deposición de la matriz de ionización. Las secciones de tejido adiposo de rata fueron 
depositadas sobre portaobjetos conductivos de ITO y se utilizaron cuatro matrices diferentes:  DAN, DHA, 
MBT y DHB. Los puntos rojos representan el contorno del tejido adiposo mientras que la línea azul 
discontinua muestra el avance los lípidos desde la periferia de la muestra. 
 
En tercer lugar, se llevaron a cabo experimentos de deposición de la matriz en seco. Este 
método ha sido utilizado previamente en el estudio de lípidos en tejidos ya que se 
obtienen buenos resultados en la extracción de los analitos sin necesidad de usar 
solventes orgánicos (Satu M. Puolitaival et al., 2008). Sin embargo, y en consonancia con 
lo descrito previamente (Li et al., 2016), el tamaño de los cristales formados afectó tanto 
a la resolución del experimento como a la reproducibilidad del mismo, siendo 
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4.1.3.- Estrategias alternativas para la mejora de la adherencia del tejido. 
 
En este apartado, se probaron diferentes superficies de soporte que permitieran 
mantener la muestra adherida al soporte y contener además el avance de los lípidos tras 
depositar la matriz (Fig.23). Por un lado, se probaron soportes convencionales como los 
portaobjetos comunes de vidrio (Fig.23A) o portaobjetos tratados con óxido de estaño 
(Indium Tin Oxide, ITO) (Fig.23B). Por otro lado, se emplearon soportes especiales para 
MALDI basados en la polaridad (Fig.23C) y conductividad (Fig.23D) de las moléculas 
presentes en la muestra. Del mismo modo, se hicieron pruebas añadiendo un 
recubrimiento previo con poli-L-lisina (Fig.23E) o una cinta de carbón conductivo 
(Fig.23F) al portaobjetos ITO con el objetivo de inmovilizar la muestra en el soporte para 
MALDI. En ultimo lugar, se aplicaron sobre la muestra matrices inorgánicas como el 
nitrato de plata (Fig.23G) o el oro (Fig.23H) y matrices mixtas compuestas por Ácido 2,5-
dihidroxibenzoico (DHA) en combinación de Ácido 4-hidrazinobenzoico (Fig.23I) o Ácido 
ascórbico (Fig.23J). 
 
Figura 23. Optimización y comparativa de diferentes matrices y métodos de deposición. El panel superior 
muestra el uso de superficies alternativas como estrategias de contención de lípidos y el mantenimiento 
de la estructura de la muestra: (A) portaobjetos estándar, (B) portaobjetos ITO, (C) soporte de MALDI 
sometido a un tratamiento hidrófilo, (D) soporte estándar de MALDI, (E) portaobjetos recubiertos con poli-
L-lisina y (F) portaobjetos ITO con cinta conductiva de carbón. En el panel derecho se muestra cómo 
afectaron los recubrimientos con nitrato de plata (G) y oro (H) o el uso de matrices mixtas como el Ácido 
4-hidrazinobenzoico/DHA (I) y ácido ascórbico/DHA (J) a la capacidad de difusión de los lípidos contenidos 
en la muestra. Los puntos rojos representan el contorno del tejido adiposo y el halo sombreado el avance 
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De todas las superficies estudiadas, sólo aquella donde se usó la cinta de carbón 
conductiva fue eficaz para minimizar la difusión de los lípidos contenidos en la muestra. 
Por su parte, tanto el uso de matrices mixtas con aditivos y como el de matrices 
inorgánicas no proporcionó resultados positivos en la retención de lípidos en la muestra.  
 
4.1.4.- Métodos de deposición simple o mixta de la matriz. 
 
El método de aplicación de la matriz influye de manera directa sobre la calidad de los 
espectros obtenidos, así como sobre el número de identificaciones que se detectan en 
los tejidos a analizar (Shimma & Sugiura, 2014). Una de las principales causas de pérdida 
de intensidad en la señal de analito corresponde al fenómeno de supresión iónica (Furey 
et al., 2013). Este efecto puede estar relacionados tanto con el tipo de matriz como de 
muestra o simplemente por la presencia de sustancias endógenas cómo lípidos y 
algunas sales (Furey et al., 2013). Para contrarrestar este efecto y potenciar la intensidad 
de señal detectada, se llevó a cabo un estudio comparativo entre los métodos de 
deposición de las matrices DHA y DHB ya que los mejores resultados en los experimentos 
con portaobjetos ITO se obtuvieron con dichas matrices. De esta forma, las muestras de 
tejido adiposo fueron montadas sobre cinta de carbón conductiva y posteriormente 
recubiertas con DHA o DHB mediante deposición por sprayer, deposición en seco o 
deposición mixta. 
 
Los resultados revelaron que la aplicación de la matriz mediante el uso de un sprayer 
generó espectros con una mayor intensidad de la señal y un mayor número de picos en 
las muestras recubiertas con la matriz DHB frente a aquellas con DHA (Fig.24, A y D). Por 
el contrario, no se observaron diferencias significativas al comparar ambas matrices 
mediante el método de deposición en seco (Fig.24, B y E) a pesar de que se detectaron 
picos de mayor intensidad tanto en el rango m/z 550-650 usando la matriz DHA como 
en el rango m/z 700-900 cuando se empleó la matriz DHB. Finalmente, la combinación 
de ambos métodos de deposición de la matriz proporcionó mejores resultados con la 
matriz DHA puesto que se observó un alto número de picos en el rango m/z de 350-600 
en comparación los observados en la matriz DHB (Fig.24, C y F).  
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De esta forma, el mejor método para depositar la matriz DHA fue el mixto ya que se 
observaron tanto un mayor número de picos como una mayor intensidad de éstos 
(Fig.24, A-C). Por su parte, en el caso de la matriz DHB, tanto el promedio de 
intensidades de señal como el número de iones detectados al depositar DHB mediante 
un sprayer, fue sensiblemente superior con respecto a los métodos de deposición en 
seco (Fig.24D) o mixta (Fig.24F). 
 
Figura 24. Comparación múltiple de métodos de deposición simple y/o combinada de la matriz. Las 
secciones de tejido adiposo de rata fueron depositadas sobre una cinta conductiva de carbón adherida a 
la superficie del portaobjetos ITO y posteriormente recubiertas con la matriz DHA (A-C) o DHB (D-F). Para 
depositar la matriz se emplearon varias estrategias de aplicación, incluyendo el uso de una estación 
robótica de sprayer (A y D), deposición en seco de la matriz (B y E) o una combinación ambos métodos (C 
y F). Las líneas blancas discontinuas representan el contorno del tejido adiposo.  
 
Sobre la base de estos resultados, se puede concluir que la deposición simple de la 
matriz DHB mediante sprayer constituye el método más eficaz para la detección de 
lípidos en muestras de tejido adiposo depositadas sobre cinta de carbón conductiva. 
 
4.1.5.- Optimización de la solución de la matriz. 
 
Una vez establecidas las condiciones óptimas de preparación de la muestra en cortes de 
tejido adiposo, el siguiente objetivo fue optimizar la solución de la matriz. Esta etapa es 
esencial en la consecución de resultados ya que la composición del solvente de la matriz 
influye de manera significativa sobre la identificación de iones en el espectro. Por ello, 
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se probaron diferentes ratios de la mezcla del solvente acetonitrilo/agua (ACN/H20, 





Figura 25. Análisis comparativo de los espectros 
generados utilizando diferentes proporciones de 
solvente orgánico en la solución de la matriz. La matriz 
DHB se disolvió a una concentración de 60mg/mL en una 
solución de acetonitrilo/agua destilada (ACN:H20) en 
concentraciones crecientes del solvente orgánico (40-
70%) y decrecientes de agua (60-30%), respectivamente. 
En la tabla adjunta se muestra una comparativa 
cuantitativa de las intensidades correspondientes a los 20 
picos más relevantes de los espectros obtenidos. ACN: 









  RESULTADOS 
- 95 - 
 
A pesar de que todas las soluciones generaron un espectro similar, el uso de una menor 
ratio de agua en la solución ACN/H20 (60:40 y 70:30) permitió identificar un número de 
picos específicos del rango m/z 800-1200 que no se detectaron en el resto de las 
soluciones empleadas. Asimismo, la cuantificación de los picos más prevalentes en cada 
espectro reveló una proporcionalidad inversa entre la concentración de acetonitrilo y la 
intensidad de señal detectada, obteniéndose los mejores resultados de identificación en 
el ratio 50:50 (ACN/H20).  
 
§ ANÁLISIS  
 
Por último, las muestras fueron introducidas en el MALDI para su análisis posterior. 
Dicho análisis permitió la identificación de los valores de masa/carga (m/z) de las 
moléculas presentes en la muestra, así como su localización (zonación) dentro del tejido. 
Sin embargo, para poder anotar dichas m/z pueden utilizarse bases de datos (i.e., LIPID 
MAPS, https://www.lipidmaps.org/) o la aplicación de técnicas complementarias que 
permitan asignar dichos valores a lípidos concretos utilizando calibrantes internos. En 
este sentido, y debido a las limitaciones en las anotaciones encontradas en dichas bases 
de datos y, especialmente, en el poder de resolución del equipo utilizado para MALDI-
IMS, se utilizó LC-QqQ MS/MS como aproximación complementaria para establecer el 
perfil lipídico preciso del tejido adiposo, utilizando las mismas muestras a las empleadas 
para los estudios de MALDI-IMS.   
 
En concreto, para los estudios de lipidómica se tomaron como referencia los protocolos 
descritos en la literatura, probándose diversas estrategias para la extracción óptima de 
lípidos en muestras de tejido adiposo. En primer lugar, se probaron dos tipos de 
extractantes con propiedades distintas (MTBE: metil tert-butil éter y CM: 
cloroformo/metanol, 1:1) así como el uso de un protocolo de extracción sólida (SPE) con 
el fin de maximizar la identificación de lípidos. Los resultados obtenidos, que se recogen 
en el artículo realizado al inicio del desarrollo de esta Tesis  en colaboración con el grupo 
del Dr. Feliciano Priego (Grupo GC-21, IMIBIC)  mostraron que cada familia de lípidos 
estaba influenciada de distinta forma en función del extractante utilizado (López-Bascón 
et al., 2018).  
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Por un lado, el uso de MTBE proporcionó un total de 94 identificaciones a partir de 
muestras de tejido adiposo humano visceral, mostrando una eficiencia óptima en la 
extracción de ácidos grasos insaturados, glicerofosfolípidos y ceramidas. Por su parte, la 
mezcla CM permitió la identificación de un total de 89 especies lipídicas, favoreciendo 
el aislamiento de ácidos grasos saturados y plasmalógenos. Vistas estas restricciones de 
identificación dependientes del método de extracción, realizamos una revisión de la 
literatura en búsqueda de métodos de extracción de lípidos más generales, eficaces para 
mezclas complejas de lípidos, como sucede en el tejido adiposo, que apoyaban el uso 
de la mezcla CM en proporción 2:1 (Lee D. Roberts et al., 2014). Aplicamos por tanto 
este procedimiento, realizando un proceso de extracción doble de las muestras 
(detallado en la Sección de Material y Métodos), lo que, en combinación con una 
aproximación de LC-QqQ MS/MS, permitió la identificación de 254 lípidos distintos, 
tanto en tejido adiposo humano como de rata. Estos datos permitieron ampliar y validar 
la bases de datos generada previamente por nosotros del tejido adiposo (López-Bascón 
et al., 2018), constituyendo la base de datos definitiva empleada como referencia para 
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4.2.- Análisis del perfil lipídico del tejido adiposo en modelos de obesidad y 
resistencia a insulina. 
 
4.2.1.- Generación y validación del modelo animal de obesidad. 
 
Con el fin de poder analizar el perfil lipídico del tejido adiposo mediante el uso de la 
técnica MALDI-IMS, se emplearon en primer lugar muestras de tejido adiposo 
procedentes de un modelo murino de obesidad mórbida, generado por el grupo del Dr. 
Manuel Tena-Sempere (Grupo GC10, IMIBIC) (Novelle et al., 2017; Sánchez-Garrido et 
al., 2015). En concreto, se utilizaron ratas macho de la cepa Wistar, que fueron 
sometidas a una combinación de dos estímulos obesogénicos con efectos aditivos sobre 
el peso corporal: sobrenutrición postnatal por reducción de la camada (small litter, SL) 
y alimentación con dieta alta en grasas (high-fat diet, HFD) desde el destete (día 21) 
hasta su sacrificio (día 175). Por otra parte, el grupo control estaba compuesto por ratas 
macho de la misma cepa, pero criadas en una camada normal (normal litter, NL) y 
alimentadas con una dieta baja en grasas (low-fat diet, LFD) durante los mismos días 
que el grupo anterior. 
 
En consonancia con lo descrito previamente, el consumo de una dieta rica en grasa 
unido a la reducción de la camada, permitieron un rápido incremento del peso corporal 
desde los primeros días de destete de los animales, alcanzando un aumento significativo 
en la edad adulta (Fig.26A). Una vez finalizada la intervención dietética y antes de 
proceder a su sacrificio, las ratas del grupo SL/HFD mostraron un incremento 
significativo del peso corporal, siendo éste un 17,2% mayor con respecto al grupo 
NL/LFD (Fig.26A).  También incrementó el porcentaje de grasa corporal pasando de ser 
el 12,46% en el grupo NL/LFD a alcanzar el 20,36% (Fig.26B), representando así un 
incremento del 63,34% tras el tratamiento dietético.  Además, se analizó la homeostasis 
glucídica de estos animales mediante los ensayos clásicos de prueba de tolerancia a la 
glucosa (GTT) y prueba de tolerancia a la insulina (ITT). Ambas pruebas mostraron un 
desequilibrio en los niveles de glucosa basales, generando una pérdida de asimilación 
de glucosa por parte de los tejidos (Fig.26C) así como una mayor resistencia a la insulina 








Figura 26. Efecto de la sobrenutrición neonatal y el consumo de dieta alta en grasa sobre la glucemia y los 
parámetros bioquímicos. (A) Evolución del peso corporal medio de las ratas desde el destete (Día 21) hasta 
el día de sacrificio (Día 175); SL/HFD: camada pequeña (SL, small litter), dieta alta en grasas (HFD); NL/HFD: 
camada normal (NL, normal litter), dieta baja en grasa (LFD); n=3 por cada grupo. La región sombreada 
corresponde a la ventana de intervención dietética con LFD o HFD. B) Porcentaje de masa grasa en ratas 
macho que recibieron dieta control (LFD) frente a las alimentadas con dieta alta en grasa (HFD) para inducir 
obesidad. La determinación de la grasa corporal se hizo por duplicado en cada animal mediante resonancia 
magnética nuclear. C) Evaluación de los niveles de glucosa en sangre tras la prueba de tolerancia a la 
glucosa (GTT, n=6 por grupo). D) Análisis de la prueba de tolerancia a la insulina (ITT) donde se representan 
los niveles promedio de glucosa con relación a los niveles iniciales de glucosa en ambos grupos 
experimentales (n=6 por grupo). Los datos se muestran como media ± SEM. El análisis estadístico se realizó 
con la prueba t de Student (*p<0,05, **p<0,01, ***p<0,001 con respecto al grupo NL/LFD). 
 
Con el fin de investigar si el mayor porcentaje de grasa corporal se debió a una mayor 
expansión del tejido adiposo, se analizó el tamaño de los adipocitos en ambos grupos 
experimentales en cortes histológicos. Así, se observó como la mayor parte del tejido 
adiposo estaba constituido por adipocitos uniloculares en ambos grupos experimentales 
(Fig.27A). Finalmente, el análisis comparativo del tamaño de los adipocitos reveló 
diferencias significativas entre los dos grupos de estudio, ya que el grupo NL/LFD 
presentaba un diámetro medio de 76,3 µM mientras que el grupo SL/HFD, alcanzó una 

















































































































































































































  RESULTADOS 






Figura 27. Expansión del tejido adiposo en respuesta a las sobrenutrición postnatal y la alimentación rica 
en grasas. (A) Imágenes representativas que ilustran la morfología de los adipocitos (secciones teñidas con 
hematoxilina y eosina) de ratas macho criadas en camadas normales (NL) o camadas pequeñas (SL) y 
alimentadas con una dieta baja en grasa (LFD) o alta en grasa (HFD). (B) Cuantificación del tamaño de los 
adipocitos (> 300 células por foto) en regiones aleatorias del tejido adiposo (n=3 por grupo). Los gráficos 
de barras representan la media aritmética ± SEM. El análisis estadístico se realizó con la prueba t de Student 
(****, p<0,0001). 
 
Estos resultados validan la utilidad del modelo animal para el estudio de la obesidad y 
la resistencia a insulina ya que la acumulación masiva de lípidos en el tejido adiposo 
produjo tanto un significativo aumento del peso corporal como una desregulación de la 
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4.2.2.- Identificación del perfil lipídico mediante MALDI-IMS 
 
Una vez generado y validado el modelo de obesidad, se procedió a analizar el perfil 
lipídico en el tejido adiposo de ambos grupos experimentales y su distribución en 
respuesta a obesidad. Para llevarlo a cabo se utilizó el protocolo previamente 
optimizado para el análisis de tejidos grasos mediante MALDI-IMS. Las muestras fueron 
procesadas conforme a la descripción del bloque anterior y posteriormente procesadas 
en el espectrómetro de masas MALDI-TOF/TOF 5800 (AB SCIEX, USA) de la Unidad 
Central de Apoyo a la Investigación de Proteómica del IMIBIC. 
 
La exploración inicial de las secciones de tejido adiposo por MALDI-IMS reveló un total 
de 33.334 valores m/z, de los cuales sólo permanecieron un total de 5000 valores m/z 
tras aplicar un filtrado por aplicación del rango interquartílico (IQR). Esta estimación 
estadística se utiliza con frecuencia para reducir la presencia de outliers y eliminar 
sesgos de interpretación en etapas posteriores ya que se trata de una medida de la 
dispersión correspondiente a una distribución de datos (Hackstadt & Hess, 2009). Una 
vez aplicada una prueba t de Student para muestras independientes, se obtuvo un total 
de 953 iones significativos, de los cuales 625 estaban disminuidos y 328 aumentados en 
el grupo de ratas obesas (SL/HFD) con respecto al grupo control (NL/LFD) (Fig.28).  
 
 
Figura 28. Análisis estadístico sobre el número de Iones detectados de manera diferencial en el modelo 
animal de obesidad inducida por dieta y tamaño de camada. Los círculos en rosa representan los iones 
significativos con respecto al total de iones no significativos (gris) cuando se comparan ambos grupos 
experimentales (prueba t de Student, p<0.05).  
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Por otra parte, se llevó a cabo un análisis discriminante de mínimos cuadrados parciales 
(PLS-DA). Este método estadístico de validación cruzada permite predecir la pertenencia 
de cada muestra a su grupo experimental en función de su huella lipídica. Así, la 
representación gráfica del modelo PLS-DA, mostró una clara separación entre el grupo 
de ratas control (LFD, verde) y el grupo de ratas obesas (HFD, rojo) (Fig.29A).  
 
Paralelamente, se hizo una evaluación del rendimiento de las predicciones generadas 
por el modelo sobre la base del número de componentes seleccionados. Esta evaluación 
te permite conocer el potencial de predicción del modelo en base a dos coeficientes 
matemáticos: el valor predictivo (Q2) y el coeficiente de determinación de la regresión 
(R2).  En base a lo descrito previamente (Hair et al., 2012; Henseler et al., 2009), se estima 
que para que modelo tenga una buena capacidad de predicción, ambos coeficientes 
tienen que situarse por encima de 0,75 (rango 0-1). Tal y como se muestra en la 
(Fig.29B), todos los parámetros de evaluación se situaron por encima del umbral citado 
previamente a partir del uso de dos componentes, lo cual significa que el modelo 
generado es altamente predictivo. En concreto, se obtuvo un valor Q2 del 0,77922 y un 




Figura 29. Análisis multivariante del perfil lipídico en modelos de obesidad. (A) Modelo de análisis 
discriminante de mínimos cuadrados parciales (PLS-DA), creado para predecir la pertenencia de cada 
muestra a su grupo experimental en función de su firma lipídica. El porcentaje de variabilidad explicado 
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rendimiento de las predicciones generadas por el modelo atendiendo al número de componentes 
seleccionados. La línea negra discontinua fija el umbral para definir un modelo con alta capacidad de 
predicción. LFD: ratas criadas en camada normal y alimentadas con una dieta baja en grasas, HFD: ratas 
criadas en camada pequeña y alimentadas con una dieta alta en grasas. 
 
Asimismo, la representación heatmap de los 75 iones más significativos entre ambos 
grupos (prueba t de Student, p<0.05) confirmó la tendencia mayoritaria a la disminución 
de iones, evidenciando la modificación del perfil del tejido adiposo en respuesta a los 
cambios inducidos por el modelo de obesidad (Fig.30).  
 
 
Figura 30. Análisis heatmap del perfil lipídico en modelos de obesidad. (A) Representación gráfica 
(heatmap) de los 75 iones más significativos (prueba t de Student) que se han detectado en el análisis de 
ambos grupos experimentales. La escala de -2(azul) a 2(rojo) representa la abundancia normalizada en 
unidades arbitrarias. NL/LFD: ratas criadas en camada normal y alimentadas con dieta baja en grasa; 
SL/HFD: ratas criadas en camada pequeña y alimentadas con una dieta alta en grasa. 
 
Estos resultados señalan en su conjunto, la presencia de un marcado perfil de iones con 
expresión diferencial entre el grupo control (NL/LFD) y el grupo de ratas obesas 
(SL/HFD), y a su vez ponen de manifiesto que la técnica es válida para separar ambos 




Muestra 1 Muest a 2 Muestra 3 Muestra 1 Muestra 2 Muestra 3
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4.2.3.- Análisis lipidómico dirigido por LC-QqQ MS/MS. 
 
Como complemento al análisis del tejido adiposo por MALDI Imaging, se llevó a cabo un 
estudio de muestras de tejido adiposo de los modelos animales descritos en apartados 
anteriores, NL/LFD y SL/HFD, mediante lipidómica dirigida (LC-QqQ MS/MS). En este 
análisis, nos centramos en el estudio de los lípidos presentes en las membranas celulares 
y excluimos los lípidos neutros (mono-, di- y triacilglicéridos) ya que éstos representan 
las especies más abundantes en el tejido adiposo y ya se han documentado previamente 
(Grzybek et al., 2019). En primer lugar, el análisis cualitativo de los extractos lipídicos de 
tejido adiposo permitió la identificación de un total de 254 especies lipídicas diferentes 
repartidas en 14 clases, compuestas en su mayoría por glicerofosfolípidos, éter-
fosfolípidos y esfingolípidos (Fig.31). Con respecto al grupo de glicerofosfolípidos, la 
familia de las fosfatidilcolinas (PC) y las lisofosfatidilcolinas (LPC) fueron las clases más 
representadas, constituyendo el 29% y 15%, respectivamente, del total de lípidos 
identificados. Por su parte, dentro del grupo de éter-fosfolípidos, destaca la presencia 
mayoritaria de alquilfosfatidilcolinas (PC-Os) y alquenilfosfatidilcolinas (PC-Ps), con una 
representación del 8% y 5% con respecto al total de identificaciones. En ultimo lugar, el 
grupo de esfingolípidos estaba compuesto principalmente por identificaciones relativas 
a esfingomielinas (SM) y ceramidas (CER), con una representación del 9% y 6% 
respectivamente.  
 
Figura 31. Distribución de las familias lipídicas identificadas por análisis lipidómico dirigido (LC-MS/MS) en 
modelos animales de obesidad inducida por dieta. Gráfico circular que muestra la proporción de cada 
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compuesto identificado en ambos grupos experimentales y agrupados por familia de lípidos a la que 
pertenece. CER: ceramidas; LPC: lisofosfatidilcolinas; LPE: lisofosfatidiletanolaminas; PA: ácido fosfatídico; 
PC: fosfatidilcolinas; PC-Os: alquilfosfatidilcolinas; PC-Ps: alquenilfosfatidilcolinas; PE: 
fosfatidiletanolaminas; PE-Os: alquilfosfatidiletanolaminas; PE-Ps: alquenilfosfatidiletanolaminas; PG: 
fosfatidilgliceroles; IP: fosfatidilinositoles; PS: fosfatidilserinas; SM: esfingomielinas. 
 
 
En segundo lugar, se llevó a cabo un análisis cuantitativo de los extractos lipídicos con 
el fin de estudiar el perfil de distribución lipídica en muestras de tejido adiposo de las 
ratas control (NL/LFD) y las ratas obesas (SL/HFD). Los resultados obtenidos mostraron 
importantes diferencias en la composición del lipidoma asociado a cada grupo de 
estudio (Fig.32A). Por un lado, se observó un incremento en la concentración total de 
lípidos mostrando un aumento del 34,95% en el grupo SL/HFD con respecto al grupo 
NL/LFD (Fig.32B).  
 
Posteriormente, un análisis más detallado de las diferentes familias de lípidos mostró 
un aumento generalizado de lisofosfolípidos y éter-fosfolípidos, siendo significativo en 
las clases alquenil lisofosfatidilcolina (LPC-Ps, +330,68%, p = 0,0276.) y alquenil 
fosfatidilcolinas (PC-Ps, +15,51%, p= 0,0256). No obstante, también se detectó un 
descenso, aunque no significativo, en la concentración de fosfoinositoles (PIs, -36,76%), 
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 LFD SEM HFD SEM HFD/LFD   P-valor 
CERs 1.275.567,50 315.783,26 2.338.295,50 276.569,96 83,31% ↑ 0,1299 
SMs 1.235.531,50 112.041,54 1.025.639,00 133.209,42 -16,99% ↓ 0,4387 
PE-Os 26.450,00 12.868,68 38.740,68 6.093,49 46,47% ↑ 0,4559 
PE-Ps 205.086,00 21.894,07 271.837,50 19.008,42 32,55% ↑ 0,1303 
LPC-Os 1.211.728,60 176.667,63 2.470.696,50 293.115,69 103,90% ↑ 0,1090 
PC-Os 2.320.350,00 123.008,82 2.416.701,82 163.343,48 4,15% ↑ 0,7572 
LPC-Ps 288.963,80 10.708,70 1.244.495,50 162.676,50 330,68% ↑ 0,0276 
PC-Ps 437.040,50 11.975,39 504.836,50 11.657,91 15,51% ↑ 0,0256 
LPCs 5.121.967,30 1.143.867,58 8.588.087,50 1.037.752,95 67,67% ↑ 0,2110 
PCs 11.875.092,50 564.527,37 13.453.102,50 995.290,11 13,29% ↑ 0,2316 
LPEs 1.085.021,10 189.206,20 2.906.754,00 334.450,80 167,90% ↑ 0,0584 
PEs 1.656.919,50 190.138,36 1.363.096,50 138.881,11 -17,73% ↓ 0,3834 
PAs 217.839,50 18.229,72 202.310,72 14.831,86 -7,13% ↓ 0,3048 
PGs 762.554,50 64.209,91 693.205,00 77.154,62 -9,09% ↓ 0,5955 
PIs 10.838,00 1.453,67 6.854,00 919,06 -36,76% ↓ 0,7114 
PSs 847.111,50 61.350,14 1.040.036,50 89.696,77 22,77% ↑ 0,0732 
Total 28.578.061,80  38.564.689,72  34,95% ↑ 0,3246 
 
Figura 32. Análisis cuantitativo del perfil lípidico en modelos animales de obesidad inducida por dieta. Los 
extractos lipídicos de tejido adiposo procedente de ratas control NL/LFD y ratas obesas SL/HFD fueron 
identificados mediante un análisis lipidómico dirigido (LC-QqQ MS/MS). En cada gráfico de sectores se 
representa la distribución relativa de cada familia de lípidos tanto en (A)  ratas control NL/LFD, como en 
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detectada y por cada grupo de estudio al que pertenece. Las familias se distribuyeron a su vez en 
esfingolípidos (CERs y SMs), éter-fosfolípidos (PE-Os, PE-Ps, LPC-Os, PC-Os, LPC-Ps, PC-Ps) y demás 
glicerofosfolípidos (LPCs, PCs, LPEs, PEs, PAs, PGs, PIs y PSs). CERs: ceramidas; SMs: esfingomielinas; PE-Os: 
alquil fosfatidiletanolaminas; PE-Ps: alquenil fosfatidiletanolaminas; LPC-Os: alquil lisofosfatidilcolinas; PC-
Os: alquil fosfatidilcolinas; LPC-Ps: alquenil lisofosfatidilcolinas; PC-Ps: alquenil fosfatidilcolinas; LPCs: 
lisofosfatidilcolinas; PCs: fosfatidilcolinas; LPEs: lisofosfatidiletanolaminas; PEs: fosfatidiletanolaminas; PAs: 
ácido fosfatídico; PGs: fosfatidilgliceroles; PIs: fosfatidilinositoles y PSs: fosfatidilserinas. 
 
En tercer lugar, la anotación de lípidos se llevó a cabo gracias a la integración de los 
resultados obtenidos sobre cortes de tejido mediante MALDI-IMS y los obtenidos a 
partir de los extractos lipídicos mediante LC-QqQ MS/MS, usando para ellos las mismas 
muestras de tejido adiposo. De esta forma, sobre la base de los valores m/z detectados 
por MALDI-TOF (Tabla 5, columna C), se calculó la m/z neutra para cada uno de los 
posibles aductos de formación (Tabla 5, columna B) y posteriormente, estos se 
compararon con los valores de m/z neutra obtenida en los experimentos de LC-QqQ 
MS/MS (Tabla 5, columna A). A continuación,  se seleccionaron aquellas identificaciones 
con un delta inferior a 0.005 para su uso en etapas posteriores del análisis. Con la 
aplicación de este procedimiento, se identificaron un total de 44 especies lipídicas, la 
mayoría de las cuales estaban disminuidas en el grupo de ratas obesas SL/HFD en 
comparación con las ratas control NL/LFD (Tabla 5). Por otro lado, las esfingomielinas 
SM(d18:0_18:2) y SM(d18:0_17:0) constituyeron las formas lipídicas cuyo aumento fue 
más pronunciado en el grupo de ratas obesas. En contrapartida, las esfingomielinas 
SM(d18:2_24:0) y SM(d18:1_24:0) junto a la fosfatidilcolina PC(18:1_22:2) y los éter-
fosfolípidos PE(P-16:0_20:0), PE(P-16:0_20:0) y PE(P-18:1_22:6), fueron los lípidos que 
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Tabla 5. Listado de iones detectados mediante la técnica MALDI-IMS y posteriormente identificados 












LPC (22:6) 327.23 3.54 567.33 567.33 568.34 [M+H]+ 0.000 0.529 -0.91867 
PC (16:0_16:0) 255.23 14.65 733.56 733.56 734.57 [M+H]+ -0.001 0.59299 -0.75393 
PC (18:1_20:5) 255.24 14.98 805.56 805.56 806.57 [M+H]+ -0.001 0.57037 -0.81004 
PC (18:2_16:0) 255.23 15.24 757.56 757.56 758.57 [M+H]+ -0.001 0.64705 -0.62804 
PC (20:4_16:0) 303.23 14.98 781.56 781.56 782.57 [M+H]+ -0.001 0.65941 -0.60074 
PE (18:0_20:0) 283.26 15.59 775.61 775.61 776.62 [M+H]+ -0.004 0.69963 -0.51535 
PG (18:0_18:2) 283.26 17.15 774.54 774.54 775.55 [M+H]+ -0.002 0.65646 -0.60722 
PG (18:0_22:6) 283.26 16.23 822.54 822.54 823.55 [M+H]+ -0.002 0.51775 -0.94966 
PC (O-16:0_16:1) 255.23 16.47 717.56 717.56 718.57 [M+H]+ -0.001 0.61966 -0.69044 
PE (P-16:0_20:0) 255.23 15.23 731.58 731.58 732.59 [M+H]+ 0.000 0.47879 -10.625 
SM (d18:0_18:2) 279.23 15.86 728.58 728.58 729.59 [M+H]+ 0.000 1.619 0.69508 
LPC (16:0) 255.23 4.33 495,33 495.33 518.32 [M+Na]+ 0.002 0.40361 -1.309 
LPC (18:2) 279.23 4.16 519.33 519.33 542.32 [M+Na]+ 0.002 0.5172 -0.95121 
LPC (20:3) 305.25 4.6 545.35 545.35 568.34 [M+Na]+ -0.002 0.529 -0.91867 
PC (16:0_18:1) 281.25 15.05 759.58 759.58 782.57 [M+Na]+ -0.002 0.65941 -0.60074 
PC (18:0_16:0) 283.26 15.95 761.59 761.59 784.58 [M+Na]+ 0.004 0.62482 -0.67848 
PC (18:0_20:5) 301.21 15.43 807.58 807.58 830.57 [M+Na]+ -0.002 0.54912 -0.86481 
PC (18:1_18:1) 279.24 16.34 785.59 785.59 808.58 [M+Na]+ 0.003 0.63575 -0.65347 
PE (16:0_20:4) 255.23 15.23 739.52 739.52 762.51 [M+Na]+ -0.005 0.58473 -0.77415 
PE (16:1_18:1) 281.24 15.25 715.52 715.52 738.51 [M+Na]+ -0.005 0.59535 -0.7482 
PE (16:1_18:2) 279.23 14.5 713.50 713.50 736.49 [M+Na]+ -0.001 0.50628 -0.98199 
PE (18:0_20:1) 283.26 16.53 773.59 773.59 796.58 [M+Na]+ 0.003 0.73672 -0.44082 
PG (18:0_18:1) 281.24 15.11 776.56 776.56 799.55 [M+Na]+ -0.004 0.55703 -0.84417 
PE (O-16:0_22:5) 255.23  14.85 751.55 751.55 774.54 [M+Na]+ 0.001 0.60267 -0.73055 
PE (P-16:0_20:0) 255.23 15.23 731.58 731.58 754.57 [M+Na]+ 0.003 0.49521 -10.139 
PE (P-18:1_22:6) 281.24 16.63 773.54 773.54 796.53 [M+Na]+ -0.004 0.47372 -10.779 
SM (d18:1_20:0) 281.24 14.95 758.63 758.63 781.62 [M+Na]+ 0.000 0.61506 -0.70119 
SM (d18:1_24:0) 281.24 13.6 814.69 814.69 837.68 [M+Na]+ 0.003 0.49082 -10.267 
SM (d18:2_24:0) 279.23 16.28 812.68 812.68 835.67 [M+Na]+ -0.003 0.45652 -11.312 
PA (22:6_18:1) 281.24 14.91 746.49 746.49 785.59 [M+K]+ -0.003 0.64714 -0.62785 
PC (18:0_18:0) 283.26 16.65 789.62 789.62 828.72 [M+K]+ 0.003 0.52558 -0.92801 
PC (18:0_18:1) 281.25 16.99 787.61 787.61 826.71 [M+K]+ -0.003 0.56912 -0.8132 
PC (18:1_22:2) 281.24 13.63 839.64 839.64 878.74 [M+K]+ -0.001 0.4784 -10.637 
PC (18:2_20:0) 279.23 17.09 813.62 813.62 852.72 [M+K]+ 0.003 0.357 -1.486 
PE (18:1_20:4) 303.23 15.82 765.53 765.53 804.63 [M+K]+ -0.001 0.65603 -0.60817 
PG (16:0_16:1) 255.23 15.94 720.49 720.49 759.59 [M+K]+ 0.002 0.61048 -0.71198 
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PC (P-16:0_20:5) 301.25 14.81 763.55 763.55 802.65 [M+K]+ 0.000 0.72622 -0.46151 
SM (d18:0_17:0) 283.26 15.13 718.60 718.60 757.70 [M+K]+ -0.003 17.666 0.82101 
PA (20:3_18:0) 283.26 14.9 726.52 726.52 744.56 [M+NH4]+ -0.004 0.65923 -0.60116 
PC (18:1_20:5) 255235 14.98 805.56 805.56 823.60 [M+NH4]+ -0.002 0.6855 -0.54477 
PC (20:4_16:0) 303.23 14.98 781.56 781.56 799.60 [M+NH4]+ -0.002 0.62358 -0.68135 
PC (22:6_18:0) 327.23 15.81 833.59 833.59 851.63 [M+NH4]+ -0.001 0.50925 -0.97355 
PG (18:0_18:2) 283.26 17.15 774.54 774.54 792.58 [M+NH4]+ -0.003 0.71704 -0.47988 
PS (18:1_20:0)   281.24 16.22 817.58 817.58 835.62 [M+NH4]+ -0.001 0.51093 -0.96881 
 
(A) m/z neutra detectada por LC-MS/MS, (B) m/z neutra detectada por MALDI-TOF, (C) masa detectada por 
MALDI-TOF. LPC: lisofosfatidilcolinas; PA: ácido fosfatídico; PC: fosfatidilcolinas; PC-Os: 
alquilfosfatidilcolinas; PC-Ps: alquenilfosfatidilcolinas; PE: fosfatidiletanolaminas; PE-Os: 
alquilfosfatidiletanolaminas; PE-Ps: alquenilfosfatidiletanolaminas; PG: fosfatidilgliceroles; PS: 
fosfatidilserinas; SM: esfingomielinas.  
 
 
4.2.4.- Análisis del perfil de distribución espacial de lípidos. 
 
Tras completar la identificación de lípidos mediante el análisis lipidómico dirigido (LC-
QqQ MS/MS), el siguiente objetivo de nuestro estudio era caracterizar la distribución de 
estos lípidos mediante el uso de la técnica MALDI-IMS. Para ello, se tomaron como 
referencia los lípidos recogidos en la Tabla 5, puesto que se trata de lípidos expresados 
de manera diferencial y significativa entre ambos grupos de estudio. Del total de lípidos 
identificados, se seleccionaron las especies SM(d18:0_18:2), PE(P-16:0_20:0) y PC(O-
16:0_16:1) para su visualización sobre cortes histológicos. La selección de estas especies 
debido a sus coeficientes de fold change y a los resultados obtenidos previamente en el 
análisis cuantitativo del lipidoma de ambos grupos experimentales (véase Fig.32). Tal y 
como se muestra en la Fig.33, estas especies lipídicas mostraron un patrón de 
distribución espacial distinto para cada grupo de estudio. En concreto, PC(O-16:0_16:1) 
y PE(P-16:0_20:0) que están enriquecidos en el grupo NL/LFD frente al grupo SL/HFD y 
mostraban una clara distribución asociada a la fracción de estroma vascular del tejido 
adiposo, identificada por la acumulación de colágeno. Por su parte, los niveles de 
SM(d18:0_18:2), significativamente elevados en el tejido adiposo de animales obesos 
(SL/HFD), se concentraron en regiones ocupadas por adipocitos, lo que podría indicar 
un enriquecimiento de este compuesto lipídico en las membranas de las células 
maduras del tejido adiposo en respuesta a obesidad. 
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Figura 33.Patrones de distribución lipídica en secciones de tejido adiposo analizadas por MALDI-IMS. Las 
imágenes de cada sección teñida con hematoxilina/eosina se muestran a la izquierda con el objetivo de 
correlacionar la información histológica y molecular presente en el tejido. (A) Imágenes representativas de 
los lípidos PC(O-16:0_16:1) y PE(P-16:0_20:0) , en las que se observa una reducción en la concentración de 
estos lípidos en el grupo SL/HFD con respecto al grupo control. Esta disminución en ambos lípidos está 
relacionada a nivel de distribución con la fracción de estroma vascular, enriquecida en los haces de 
colágeno comprendidos en las áreas fibróticas (líneas discontinuas rojas). (B) Imagen representativa de la 
esfingomielina SM(d18:0_18:2), con niveles más elevados en el grupo SL/HFD con respecto al grupo 
NL/LFD. En la imagen correspondiente, se observa un enriquecimiento de este lípido en áreas ocupadas 
mayoritariamente por adipocitos (líneas discontinuas verdes). 
 
Las imágenes mostradas evidencian la utilidad del método para analizar el perfil lipídico 
de muestras de tejido adiposo sin que se produzca una deslocalización del analito de 
interés durante la preparación de la muestra. Asimismo, estos resultados ponen de 
manifiesto la capacidad de la técnica para profundizar en la caracterización 
anatomopatológica del tejido adiposo, permitiendo correlacionar la información 
obtenida por técnicas de tinción en histología con la obtenida en el análisis mediante 
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4.3.- Análisis lipidómico del tejido adiposo en pacientes con obesidad y resistencia a 
insulina.  
 
Sobre la base de los resultados obtenidos en el estudio con ratas obesas, que se utilizó 
como modelo para la optimización de la técnica de MALDI-IMS, se planteó como 
segundo objetivo la caracterización de la huella lipídica asociada al desarrollo de 
obesidad y resistencia a insulina en tejido adiposo humano utilizando nuestro protocolo 
optimizado de MALDI-IMS. Concretamente, se emplearon muestras de tejido adiposo 
de individuos obesos mórbidos normoglucémicos (NG), con niveles elevados de glucosa 
en ayunas (impaired fasting glucose; IFG) y diabéticos tipo 2 (T2D). La clasificación de 
estos grupos se realizó atendiendo a los criterios de la American Diabetes Association 







Figura 34.Criterios diagnósticos de diabetes y resistencia a insulina. Clasificación de los individuos de este 
estudio según las recomendaciones de la American Diabetes Association (ADA). La prueba HbA1c mide el 
nivel promedio de glucosa en sangre durante los últimos tres meses. Por su parte, la prueba de tolerancia 
a glucosa mide la glucemia plasmática pasadas 2 h desde la sobrecarga oral con glucosa. NG: 
normoglucémicos; IGT: con intolerancia a la glucosa; T2D: diabéticos tipo 2. 
 
Tabla 6. Características antropométricas y bioquímicas de los sujetos incluidos en el estudio. 
 
  NG IR T2D 
N 5 5 5 
Edad  (años) 45.8 ± 4.2 42.6 ± 5.1  45.8 ± 9.7 
Género 
(hombres/mujeres) 
(1/4) (2/3) (3/2) 
Peso (Kg) 133.6 ± 15.6 133.0 ± 2.9 167.9 ± 10.8 bb 
IMC (kg/m2) 50.3 ± 3.4 49.1 ± 0.8 55.84 ± 12.5 b 
Glucosa (mg/dL) 94.8 ± 4.1 111.0 ± 3.0 a 222.5 ± 52.3 aaa,bbb 
HbA1c (%) 5.3 ± 0.2 6.1 ± 0.1 aa 10.1 ± 2.3 a, bb 
Triglicéridos (mg/dL) 134.3 ± 23.9 125.2 ± 10.0 175.0 ± 40.9 
Colesterol  (mg/dL) 166.8 ± 10.0 185.0 ± 8.0  201.4 ± 43.3  
HDL (mg/dL) 47.5 ± 4.9 47.8 ± 5.0 37.4 ± 8.1   
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Los datos se expresan como la media ± ESM. El p-valor se analizó utilizando la prueba T Student. a p <0.05, 
aa p <0.01, aaa p <0.001 vs NG; b p <0.05, bb p <0.01, bbb p <0.001 vs IR. Abreviaturas: NG, normoglucémicos; 
IR, insulino-resistentes; T2D, diabéticos tipo 2; IMC, índice de masa corporal; HbA1c, hemoglobina 
glicosilada; HDL, lipoproteína de alta densidad; LDL, lipoproteína de baja densidad. 
 
 
Como se muestra en la Tabla 6, los individuos obesos con IFG mostraron niveles de 
glucosa y HbA1c superiores a los de individuos obesos NG, mostrando valores 
compatibles con el desarrollo de prediabetes, como indica la ADA; atendiendo a estos 
criterios, a partir de ahora se denominarán como obesos insulino-resistentes IR (A. Díaz-
Ruiz et al., 2015; Tam et al., 2012). Por su parte, los obesos T2D mostraron niveles de 
glucosa y HbA1c significativamente superiores a los obesos IR y obesos NG, mostrando 
por otra parte un mayor peso absoluto e IMC total que los obesos IR y NG. Una vez 
establecidos los grupos, se obtuvieron cortes de tejido adiposo subcutáneo, que se 
utilizaron para su análisis por MALDI-IMS, siguiendo los mismos procedimientos 
descritos para los experimentos con muestras de tejido adiposo de rata. Este análisis 
permitió la discriminación de un total de 50.201 valores m/z en las muestras de tejido 
adiposo humano, los cuales fueron sometidos a un filtrado inicial por rango 
interquartílico para disminuir su dispersión en la distribución de los datos. De esta 
manera, se obtuvieron un total de 5.000 valores m/z, sobre los cuales se llevó a cabo 
una prueba ANOVA de una vía para comparar las medias individuales de cada valor m/z 
dentro de cada grupo. El análisis estadístico de los datos permitió distinguir 2.615 
valores m/z que se encontraban expresados de manera diferencial y significativa entre 
los tres grupos de estudio (P < 0.05) (Fig. 35).  
 
Figura 35. Análisis estadístico sobre el número de Iones detectados mediante MALDI-IMS de manera 
diferencial en el tejido adiposo subcutáneo de individuos obesos con diferentes perfiles glucídicos. Los 
círculos en rojo representan los iones significativos mientras que los verdes representan los iones no 
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En segundo lugar, con estos datos se elaboró un modelo PLS-DA para predecir la 
pertenencia de cada muestra a su grupo experimental en base a su perfil lipídico. Como 
se muestra en la Fig. 36, observamos un marcado patrón de progresión fenotípica desde 
el grupo NG hasta el grupo T2D (Fig.36A), detectándose un efecto de solapamiento entre 
algunos pacientes del grupo NG con respecto al grupo IR. Este efecto podría explicarse 
por el hecho de que estos pacientes, aunque se ajustan al grupo NG según los criterios 
de diagnosis de la ADA empleados para su clasificación en nuestro estudio, podrían estar 
en etapas iniciales del desarrollo de resistencia a insulina. No obstante, los grupos NG e 
IR presentan, globalmente, características discriminatorias relacionadas no solo con 
parámetros antropométricos o bioquímicos (Hb1Ac, glucosa en sangre; Tabla 6) si no 
también en cuanto a su perfil lipídico, establecido tanto por MALDI-IMS como por LC-




Figura 36. Análisis multivariante del perfil lipídico del tejido adiposo subcutáneo de individuos obesos con 
diferentes perfiles glucídicos. (A) Modelo de análisis discriminante de mínimos cuadrados parciales (PLS-
DA), creado para predecir la pertenencia de cada muestra a su grupo experimental en función de su firma 
lipídica. La varianza explicada para cada componente se muestra entre paréntesis en el eje 
correspondiente. (B) Evaluación del rendimiento de las predicciones generadas por el modelo en base al 
número de componentes seleccionados. La línea negra discontinua fija el umbral para definir un modelo 
con alta capacidad de predicción. NG: normoglucémicos; IGT: pacientes con intolerancia a glucosa; T2D: 
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Asimismo, la evaluación del rendimiento en las predicciones generadas por el modelo 
PLS-DA, determinó que los mejores resultados de predicción se obtenían al usar cinco 
componentes (Fig.36B). Así, los valores de precisión y los coeficientes Q2 y R2 requirieron 
de este número de componentes para superar el valor umbral que define el modelo 
como altamente predictivo (Fig.36B). No obstante, el modelo generado puede también 
clasificarse como bueno ya que sus coeficientes de evaluación se situaron siempre por 
encima de 0,5 a pesar del uso de un menor número de componentes (Joe et al., 2014). 
En paralelo y sobre la base del análisis estadístico, se escogieron los 75 iones más 
significativos entre los grupos de pacientes para la representación de su perfil de 
distribución por medio de un heatmap (Fig.37). Como se muestra en la figura, los grupos 
NG e IR tienden a mostrar un perfil de distribución homólogo entre sí y opuesto al 
observado para el grupo T2D. No obstante, encontramos un clúster de iones específicos 
localizados en la región m/z 507.17-508.24 que están sobreexpresados en el grupo NG 
respecto a los grupos IR y T2D. Por su parte, no se detectaron iones con expresión 
diferencial significativa y exclusiva en el grupo IR, aunque se observó una mayor 
presencia de iones específicos localizados en la región m/z 739.47-740.67.  
 
Figura 37. Análisis del perfil lipídico del tejido adiposo subcutáneo en obesidad y normoglucemia, 
resistencia a insulina o diabetes tipo 2. Representación gráfica (heatmap) de los 75 iones más significativos 
(prueba ANOVA) que se han detectado en el análisis del tejido adiposo subcutáneo procedente de los tres 
grupos de individuos obesos en estudio. La escala de -3(azul) a 3(rojo) representa la abundancia 
normalizada en unidades arbitrarias. NG: normoglucémicos; IGT: pacientes con intolerancia a glucosa; T2D: 
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4.3.1.- Análisis lipidómico dirigido por LC-QqQ MS/MS en muestras de tejido 
adiposo humano.  
En consonancia con el estudio previo en ratas, se llevó a cabo un análisis lipidómico 
dirigido con LC-QqQ para estudiar el perfil de distribución de glicerofosfolípidos en 
muestras de tejido adiposo subcutáneo humano. Como se muestra en la Fig. 38, el 
análisis de los extractos lipídicos reveló importantes diferencias en la composición del 
lipidoma asociado a los grupos de estudio.  
 
Por una parte, las PEs, PCs y PC-Os fueron las familias lipídicas más representadas en 
lipidoma del tejido adiposo humano obeso, independientemente de la sensibilidad a 
insulina de los individuos (21-24%, 21-24% y 20-26% del total de lípidos, 
respectivamente) (Fig. 38). Por otra parte, los lisofosfolípidos de colina (LPC-Os y LPC-P), 
ceramidas y PIs constituyeron las familias minoritarias observadas en los tres grupos 
experimentales (valores inferiores al 1% respecto al lipidoma total).  
 
Respecto al análisis comparativo entre los tres grupos de individuos, se observó un 
incremento del 41,35% y del 16% en el contenido total de lípidos en el tejido adiposo en 
los individuos obesos IR y T2D, respectivamente, con respecto al grupo NG (Fig.38D). 
Dado este incremento significativo en el total de lípidos, se llevó a cabo un análisis de 
varianzas (ANOVA de una vía) de los valores absolutos correspondientes para cada 
familia lipídica para determinar si existían diferencias estadísticamente significativas 
entre los grupos de individuos obesos (Fig.38D). Así, observamos un aumento 
significativo en el contenido de éter-fosfolípidos y glicerofosfolípidos en los grupos IR y 
T2D con respecto al grupo NG. No obstante, se produjo disminución numérica, aunque 
no significativa, en los niveles de esfingomielinas en los grupos IR y T2D mientras que 
las ceramidas disminuyeron en el grupo IR y aumentaron en el grupo T2D con respecto 
al grupo NG (Fig.38D). Asimismo, cabe destacar que las familias que experimentaron 
una mayor variación en el grupo de éter-fosfolípidos fueron los LPC-Ps y los PE-Ps, 
mientras que dentro del grupo de glicerofosfolípidos se correspondieron con 
lisofosfolípidos (LPCs y LPEs), PAs y glicerofosfolípidos de señalización (PIs y PSs) 
(Fig.38D). 
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  NG SEM IR SEM T2D SEM P-valor 
CERs 41.499,83 5.040,79 40.255,67 16.279,24 46.052,50 22.894,81 0,7567 
SMs 265.885,25 41.281,77 213.877,67 24.601,94 251.048,00 25.857,60 0,1846 
PE-Os 90.814,63 10.964,47 111.027,17 38.370,50 87.751,33 635,85 0,4001 
PE-Ps 84.297,75 5.413,74 145.483,17 28.467,61 109.577,83 23.755,16 0,0159 
LPC-Os 34.070,38 5.865,12 37.832,83 13.320,68 40.259,33 16.469,70 0,7938 
PC-Os 2.254.848,63 102.329,18 2.386.839,17 220.292,59 2.375.586,83 240.726,59 0,5992 
LPC-Ps 3.782,25 1.312,78 10.885,83 851,01 10.937,83 1.882,16 0,0003 
PC-Ps 392.825,88 61.332,83 574.193,50 60.795,41 566.994,33 21.202,76 0,0039 
LPCs 219.543,75 73.140,21 655.469,00 188.111,62 242.289,67 102.971,73 0,0050 
PCs 1.946.506,75 138.152,74 2.503.748,50 172.042,77 2.336.573,83 335.070,20 0,0308 
LPEs 86.730,13 12.436,08 442.202,33 159.668,60 87.326,33 66.873,69 0,0028 
PEs 2.010.743,80 398.868,44 2.925.186,00 1.094.151,65 2.087.742,67 130.352,20 0,1646 
PAs 248.654,38 55.892,09 446.223,83 101.587,02 299.265,67 94.482,11 0,0435 
PGs 269.762,13 44.304,49 319.615,50 83.656,47 291.848,00 29.815,33 0,5334 
PIs 14.762,60 2.616,38 39.635,17 7.307,70 12.875,33 3.543,87 0,0001 
PSs 568.436,38 43.028,75 1.208.981,67 360.577,75 1.046.077,50 250.029,30 0,0208 
Total 8.533.164,5   12.061.457,0   9.892.207,0     
 
 
Figura 38. Análisis comparativo del perfil lipidómico del tejido adiposo subcutáneo en obesidad y 
normoglucemia, resistencia a insulina o diabetes tipo 2. Los extractos lipídicos de tejido de tejido adiposo 
subcutáneo procedente de pacientes obesos normoglucémicos (NG), con intolerancia a glucosa (IGT) o 
diabéticos tipo 2 (T2D) fueron identificados mediante un análisis lipidómico dirigido (LC-QqQ MS/MS). (A) 
Gráfico comparativo de barras donde se muestra la frecuencia relativa de cada familia de lípidos en 
términos porcentuales para cada uno de los grupos experimentales. (B) Distribución estadística de 
frecuencias lipídicas para cada una de las familias detectadas y separadas por el grupo de estudio al que 
pertenece. El análisis estadístico se llevó a cabo por medio de una prueba ANOVA de una vía. Las diferencias 
entre los grupos experimentales se consideraron estadísticamente significativas (verde) a partir de un nivel 
de confianza superior al 95% (P < 0,05). SEM: error estándar; CER: ceramidas; LPC: lisofosfatidilcolinas; LPE: 
lisofosfatidiletanolaminas; PA: ácido fosfatídico; PC: fosfatidilcolinas; PC-Os: alquilfosfatidilcolinas; PC-Ps: 
alquenilfosfatidilcolinas; PE: fosfatidiletanolaminas; PE-Os: alquilfosfatidiletanolaminas; PE-Ps: 
alquenilfosfatidiletanolaminas; PG: fosfatidilgliceroles; IP: fosfatidilinositoles; PS: fosfatidilserinas; SM: 
esfingomielinas. 
 
A continuación, se llevó a cabo el procedimiento de anotación lipídica de los resultados 
de MALDI-IMS, tomando como referencia las identificaciones realizadas a partir de los 
extractos lipídicos mediante el análisis lipidómico dirigido (LC-QqQ MS/MS). De esta 
manera, la integración de los datos procedentes de ambas técnicas proporcionó un total 
de 70 anotaciones lipídicas, que se recogen en la Tabla 7 junto a sus coeficientes 
estadísticos.  
D) 
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Tabla 7. Listado de iones detectados mediante la técnica MALDI-IMS y posteriormente 
identificados como lípidos mediante LC-QqQ MS/MS en secciones de tejido adiposo subcutáneo 
de individuos obesos. 
  a) b) c) Adduct delta p-value -Log10(p) 
Fisher's LSD 
NG - IR NG - T2D IR - T2D 
LPC (18:2) 519,33 519,33 520,34 [M+H]+ 0,0002 0,0073 2,1344     * 
PA (18:1_16:0) 674,49 674,49 675,5 [M+H]+ -0,0040 0,0010 2,9897 *   * 
PA (18:2_18:0) 700,5 700,5 701,51 [M+H]+ 0,0020 0,0081 0,2094 *   * 
PA (22:6_18:0) 748,5 748,5 749,51 [M+H]+ 0,0020 0,0008 3,0845 * *   
PA (22:6_18:1) 746,49 746,49 747,5 [M+H]+ -0,0030 0,0016 2,8092 * *   
PC (16:0_16:0) 733,56 733,56 734,57 [M+H]+ 0,0005 0,0194 1,7116   *   
PC (18:0_18:1) 787,61 787,61 788,62 [M+H]+ -0,0040 0,0005 3,3275 * *   
PC (18:2_16:0) 757,56 757,56 758,57 [M+H]+ 0,0005 0,0180 1,7449   *   
PC (20:0_18:1) 815,64 815,64 816,647 [M+H]+ 0,0004 0,0074 2,1287     * 
PG (16:0_16:1) 720,49 720,49 721,5 [M+H]+ 0,0010 0,0083 2,0806 * *   
PG (20:0_18:0) 806,6 806,6 807,61 [M+H]+ 0,0010 0,0241 1,6175 * *   
PS (18:1_20:0)   817,58 817,58 818,587 [M+H]+ 0,0030 0,0139 1,8575     * 
PC (O-18:0_20:1) 801,66 801,66 802,67 [M+H]+ -0,0020 0,0004 3,4402   * * 
PE (O-16:0_18:1) 703,55 703,55 704,56 [M+H]+ -0,0010 0,0054 2,2661   * * 
LPC (P-18:0) 507,37 507,37 508,38 [M+H]+ -0,0040 0,0082 2,0854   * * 
Cer (d15:1_20:0) 551,53 551,53 552,54 [M+H]+ -0,0050 0,0051 2,2957     * 
SM (d18:1_22:0) 786,66 786,66 787,67 [M+H]+ -0,0010 0,0030 2,5222 * *   
SM (d18:1_24:0) 814,69 814,69 815,7 [M+H]+ 0,0001 0,0022 5,6548 * * * 
SM (d18:2_24:0) 812,68 812,67 813,68 [M+H]+ 0,0040 0,0161 4,7934   * * 
LPG (16:0) 484,28 484,28 523,38 [M+K]+ -0,0020 0,0001 4,0623   * * 
PA (18:2_18:0) 700,5 700,5 739,6 [M+K]+ 0,0030 0,0075 0,6127   * * 
PA (22:6_18:0) 748,5 748,5 787,6 [M+K]+ 0,0030 0,0030 2,5222 * *   
PC (16:0_14:0) 705,53 705,53 744,63 [M+K]+ -0,0010 0,0003 3,4854   * * 
PC (18:1_22:2) 839,64 839,64 878,74 [M+K]+ -0,0010 0,0104 1,9851 * *   
PE (18:0_20:0) 775,61 775,61 814,71 [M+K]+ -0,0020 0,0017 2,7585   * * 
PG (18:0_18:1) 776,56 776,56 815,66 [M+K]+ -0,0050 0,0040 5,3948   * * 
PG (18:2) 508,28 508,28 547,38 [M+K]+ -0,0020 0,0001 0,3866   * * 
PS (18:1_20:0)  817,58 817,58 856,68 [M+K]+ 0,0020 0,0004 3,3967 *   * 
PC (P-18:0_22:6) 817,6 817,6 856,7 [M+K]+ -0,0030 0,0001 5,1976 *   * 
PE (O-16:0_22:5) 751,55 751,55 790,65 [M+K]+ 0,0001 0,0169 1,7727 *   * 
SM (d18:1_24:0) 814,69 814,69 853,79 [M+K]+ 0,0010 0,0001 4,2333 * * * 
LPC (16:1) 493,32 493,32 516,31 [M+Na]+ -0,0030 0,0203 1,6932 *   * 
LPC (18:2) 519,33 519,33 542,32 [M+Na]+ 0,0020 0,0057 2,2412 * *   
LPE (20:4) 501,29 501,29 524,28 [M+Na]+ -0,0050 0,0031 2,5021 *   * 
LPE (22:6) 525,29 525,29 548,28 [M+Na]+ -0,0050 0,0215 1,6675 *     
LPG (16:0) 484,28 484,28 507,27 [M+Na]+ 0,0001 0,0000 5,1935   * * 
PA (18:2_18:0) 700,5 700,5 723,49 [M+Na]+ 0,0040 0,0055 2,2594 * *   
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PA (20:3_18:0) 726,52 726,52 749,51 [M+Na]+ 0,0002 0,0008 3,0845 * *   
PC (20:4_17:0) 795,58 795,58 818,57 [M+Na]+ 0,0002 0,0039 2,4045 *   * 
PE (16:0_18:1) 717,53 717,53 740,52 [M+Na]+ 0,0010 0,0006 3,2548   * * 
PE (18:1_20:1) 771,58 771,58 794,57 [M+Na]+ -0,0020 0,0014 2,8547 *   * 
PE (18:1_20:4) 765,53 765,53 788,52 [M+Na]+ 0,0010 0,0012 2,9327 *   * 
PE (18:1_22:6) 789,53 789,53 812,52 [M+Na]+ 0,0010 0,0008 0,3116 *   * 
PG (16:1_16:1) 718,48 718,48 741,47 [M+Na]+ -0,0020 0,0001 3,9821   * * 
PI (18:2_18:2) 858,53 858,53 881,52 [M+Na]+ -0,0040 0,0209 1,6806 * *   
PS (16:0_18:0) 763,54 763,54 786,53 [M+Na]+ -0,0040 0,0374 5,4275 * * * 
PS (18:0_18:1) 789,55 789,55 812,54 [M+Na]+ 0,0020 0,0032 2,4998     * 
PS (18:0_18:2)   787,54 787,54 810,53 [M+Na]+ -0,0040 0,0001 4,0705 *   * 
LPC (O-17:0) 495,37 495,37 518,36 [M+Na]+ -0,0010 0,0016 2,7873 * *   
LPC (O-19:0) 523,4 523,4 546,39 [M+Na]+ 0,0000 0,0001 3,8911   * * 
LPC (P-18:0) 507,37 507,37 530,36 [M+Na]+ -0,0010 0,0020 2,7024 * *   
PC (P-16:0_20:5) 763,55 763,55 786,54 [M+Na]+ 0,0010 0,0000 4,1428   * * 
PC (P-18:0_20:5) 791,58 791,58 814,57 [M+Na]+ 0,0030 0,0074 2,1326 *   * 
PE (O-16:0_18:1) 703,55 703,55 726,54 [M+Na]+ 0,0010 0,0223 1,6508 *   * 
PE (P-16:0_19:0) 717,57 717,57 740,56 [M+Na]+ -0,0030 0,0000 4,9581   * * 
PE (P16:0_20:0) 731,58 731,58 754,57 [M+Na]+ 0,0030 0,0120 1,9211 * *   
Cer (d15:1_20:0) 551,53 551,53 574,52 [M+Na]+ -0,0030 0,0000 4,9187   * * 
SM (d16:1_16:0) 674,54 674,54 697,53 [M+Na]+ -0,0040 0,0016 2,8024   * * 
SM (d18:0_17:0) 718,6 718,6 741,59 [M+Na]+ -0,0010 0,0001 4,2678   * * 
SM (d18:0_18:2) 728,58 728,58 751,57 [M+Na]+ 0,0030 0,0089 2,0509 * *   
SM (d18:1_17:0) 716,58 716,58 739,57 [M+Na]+ 0,0030 0,0000 5,0107   * * 
SM (d18:1_18:2) 726,57 726,57 749,56 [M+Na]+ -0,0020 0,0051 2,2895 * *   
SM (d18:2_20:0) 756,61 756,61 779,6 [M+Na]+ 0,0040 0,0101 1,9958 * *   
LPG (16:0) 484,28 484,28 502,32 [M+NH4]+ -0,0040 0,0001 4,2665   * * 
PC (18:0_16:0) 761,59 761,59 779,63 [M+NH4]+ 0,0003 0,0024 2,6227 * *   
PC (18:0_18:0) 789,62 789,62 807,66 [M+NH4]+ -0,0040 0,0032 0,2491   *   
PE (20:0_20:3) 797,59 797,59 815,63 [M+NH4]+ -0,0010 0,0001 4,0389   * * 
PG (16:0_18:3) 744,49 744,49 762,53 [M+NH4]+ 0,0000 0,0001 4,0915   * * 
PC (O-18:0_18:2) 771,61 771,61 789,65 [M+NH4]+ 0,0001 0,0090 2,0473 *     
PC (P-20:0_18:2) 797,63 797,63 815,67 [M+NH4]+ -0,0040 0,0075 6,1243   * * 
 
(A) m/z neutra detectada por LC-MS/MS, (B) m/z neutra detectada por MALDI-TOF, (C) masa detectada por 
MALDI-TOF. El análisis estadístico se llevó a cabo por medio de una prueba ANOVA de una vía seguido del 
método de la diferencia menos significativa (LSD) de Fisher. Las diferencias entre los grupos experimentales 
se consideraron estadísticamente significativas a partir de un nivel de confianza superior al 95% (P < 0,05). 
NG: normoglucémicos; IGT: pacientes con intolerancia a glucosa; T2D: diabéticos tipo 2. CERs: 
ceramidas;SMs: esfingomielinas; PE-Os: alquil fosfatidiletanolaminas; PE-Ps: alquenil 
fosfatidiletanolaminas; LPC-Os: alquil lisofosfatidilcolinas; PC-Os: alquil fosfatidilcolinas; LPC-Ps: alquenil 
lisofosfatidilcolinas; PC-Ps: alquenil fosfatidilcolinas; LPCs: lisofosfatidilcolinas; PCs: fosfatidilcolinas; LPEs: 
lisofosfatidiletanolaminas; PEs: fosfatidiletanolaminas; PAs: ácido fosfatídico;LPG: lisofosfatidilgliceroles;  
PGs: fosfatidilgliceroles; PIs: fosfatidilinositoles y PSs: fosfatidilserinas. 
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El análisis comparativo de grupos reveló la existencia de un mayor número de 
diferencias entre los grupos NG vs. T2D (49 lípidos con diferencias significativas) y entre 
los grupos IR vs. T2D (46 lípidos) que entre NG vs. IR (38 lípidos) (Tabla 7). 
Concretamente, encontramos diferencias entre NG y T2D en prácticamente todos los 
grupos de lípidos, excepto en LPE. En particular, todas las SM, PG, PI, así como los éter-
LPC, LPG (16:0) y el aducto de Na+ de Cer (d15:1_20:0), y la mayoría de PA y PC, 
mostraron valores significativamente distintos entre ambos grupos de obesos (Tabla 7).  
Por su parte, los obesos T2D mostraron diferencias con el grupo IR en todas las PE, PG, 
PS y en LPG (16:0) y Cer (d15:1_20:0), así como en la mayoría de éter-PC y éter-PE, PA y 
PG (Tabla 2). Finalmente, los obesos NG mostraron diferencias con respecto a los IR en 
lípidos representativos de todas las familias, a excepción de LPG, siendo la familia de PA 
la que acumuló más diferencias entre ambos grupos en cuanto a formas lipídicas 
distintas (Tabla 7).  
4.3.2.- Análisis del perfil de distribución espacial de lípidos mediante MALDI-IMS en 
pacientes obesos con distinta sensibilidad a insulina.  
En consonancia con el estudio sobre el modelo animal de obesidad, se analizó el perfil 
de zonación lipídica en secciones de tejido adiposo humano de individuos obesos con 
diferentes perfiles glucémicos. Siguiendo el mismo protocolo utilizado anteriormente,  
se tomaron como referencia las anotaciones lipídicas obtenidas tras la integración de 
los datos de MALDI con los obtenidos a partir del análisis lipidómico dirigido (Tabla 7). 
En este apartado, las especies lipídicas fueron seleccionadas para su representación 
conforme a las tendencias observadas en sus niveles de concentración entre grupos, 
eligiéndose como ejemplos representativos de dichos cambios para los estudios de 
zonación.  Concretamente, la esfingomielina SM(d18:1_22:0) aumentó sus niveles tanto 
en el grupo IR como en el T2D en comparación al grupo NG. Por el contrario, la PE(O-
16:0_18:1) disminuyó sus niveles en los grupos IR y T2D con respecto al grupo NG. Por 
otro lado, los niveles de PC(O-18:0_18:2) fueron superiores en el grupo IR y menores en 
el grupo T2D con respecto al grupo NG, mientras que PC(P-16:0_20:5) mostró un 
comportamiento opuesto, disminuyendo en el grupo IR y aumentando en el grupo T2D 
con respecto al grupo NG. La zonación de los lípidos SM(d18:1_22:0), PE(O-16:0_18:1) y 
PC(O-18:0_18:2) mostró un patrón de asociación entre las regiones ocupadas 
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mayoritariamente por adipocitos (Fig. 39). No obstante, mientras que los lípidos PE(O-
16:0_18:1) y PC(O-18:0_18:2) también se localizaron en otras regiones del tejido, la 
SM(d18:1_22:0) presentaba una disminución de su concentración en áreas ricas en 
fibras de matriz extracelular (i.e., fibróticas) (líneas discontinuas rojas). Por otra parte, 
la especie PC(P-16:0_20:5) exhibió un patrón de distribución asociado a la fracción de 
estroma vascular, enriquecida en haces de colágeno, en particular en el grupo NG. De 
hecho,  en el grupo IR se observó menos señal en esa localización, mientras que PC(P-
16:0_20:5) presentaba una distribución más homogénea en el tejido en el grupo T2D.  
Figura 39. Análisis del perfil de distribución espacial de lípidos en tejido adiposo humano de obesos con 
diferente grado de sensibilidad a insulina. Las secciones de tejido adiposo fueron analizadas mediante 
MALDI-IMS y teñidas con hematoxilina/eosina para correlacionar la información histológica y molecular 
presente en el tejido. Las imágenes obtenidas permiten comparar tanto la distribución de la esfingomielina 
SM(d18:1_22:0) como la correspondiente a ciertas formas de éter-fosfolípidos PE(O-16:0_18:1), PC(P-
16:0_20:5) y PC(O-18:0_18:2) en el tejido adiposo de pacientes obesos normoglucémicos (NG), con 
intolerancia a la glucosa (IGT) o con diabetes tipo 2 (T2D). Para llevar a cabo la selección de especies 
lipídicas, se tuvo en cuenta la visualización de tendencias representativas de aumento o disminución de la 
concentración entre grupos. La zonación de estas especies lipídicas muestra un enriquecimiento de las 
especies SM(d18:1_22:0), PE(O-16:0_18:1) y PC(O-18:0_18:2) en las áreas ocupadas mayoritariamente por 
adipocitos, mientras que la especie PC(P-16:0_20:5) se relacionó a su vez con la fracción estromal vascular, 
enriquecida en haces de colágeno. Las líneas discontinuas azules representan aquellas áreas donde el lípido 
se asocia de manera mayoritaria y las líneas discontinuas rojas representan las regiones donde o bien 
disminuyen o no se encuentran presentes. 
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4.4.- Análisis de expresión de las enzimas implicadas en las rutas de biosíntesis de 
esfingolípidos y éter-fosfolípidos en adipocitos 3T3-L1. 
 
En este estudio, nos basamos en los resultados obtenidos a partir de los experimentos 
de lipidómica con muestras de tejido adiposo animal y humano, que mostraron 
diferencias tanto de contenido como de distribución de representantes de varias 
familias de lípidos, concretamente  esfingomielinas y plasmalógenos, en relación a 
obesidad y/o cambios en la sensibilidad a la insulina., Por ello, como continuación a este 
trabajo de Tesis, nos planteamos analizar la regulación de la síntesis de estas especies 
lipídicas, utilizando para ello la línea de adipocitos 3T3-L1. Esta línea celular de 
fibroblastos de ratón requiere de un cocktail hormonal para su completa diferenciación 
a adipocitos, circunstancia que nos permite reproducir todos los estadios por los que 
transita el principal componente celular del tejido adiposo hasta su completa 
maduración (Ghaben & Scherer, 2019).   
 
Concretamente, en este apartado analizamos el comportamiento de las enzimas 
implicadas en la producción de esfingolípidos y éter-fosfolípidos a lo largo del proceso 
de adipogénesis, así como en respuesta a insultos que ocurren en obesidad y resistencia 
a insulina, utilizando para ello modelos in vitro desarrollados y validados previamente 
en el laboratorio (Alberto Díaz-Ruiz et al., 2015; Guzmán-Ruiz et al., 2020).  
 
4.4.1.- Evaluación del perfil de expresión de enzimas relacionadas con la síntesis 
de esfingolípidos y éter-fosfolípidos durante el proceso de diferenciación celular. 
 
En este apartado, se evaluó el perfil de expresión de enzimas relacionadas con la 
biosíntesis de esfingolípidos y éter-fosfolípidos lo largo del proceso de adipogénesis 
(Días 0-9). Concretamente, se analizaron las dos enzimas esfingomielina sintasa (SMS1 
y SMS2), implicadas en la producción de esfingomielinas, así como las enzimas 
esfingomielina fosfodiesterasa 2 (SMPD2), N-acilesfingosina amidohidrolasa (ASAH1), 
ceramida sintasa (CERS), ceramida transferasa (CERT) y ceramida quinasa (CERK), para 
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Como se muestra en la Fig. 40, la determinación de los niveles de expresión de ARNm 
de las enzimas SMS1 y SMS2 reveló un comportamiento dispar de estas enzimas. Así, 
mientras que SMS1 aumentó de manera progresiva a lo largo del proceso de 
diferenciación, alcanzando los niveles más elevados en el último día de diferenciación 
testado (Fig.40A), la expresión de SMS2 se mantuvo constante a lo largo de dicho 
proceso (Fig.40B).  Respecto a las enzimas relacionadas con la síntesis de ceramidas, 
encontramos que la expresión de SMPD2, CERS y CERT fue superior al inicio de la 
diferenciación, disminuyendo bien progresivamente (SMPD2 y CERT) o ya al día 3 de 
diferenciación (CERS) (Fig.40C-E). Por el contrario,  el contenido de ARN de CERK 
aumentó de manera progresiva hasta alcanzar un pico de expresión a D6, para disminuir 
posteriomente hasta los niveles encontrados al inicio de la diferenciación (Fig.40F). 
 
Figura 40. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de esfingomielinas y 
ceramidas mediante qPCR durante la diferenciación de adipocitos 3T3-L1. (a) esfingomielina sintasa 1, (b) 
esfingomielina sintasa 2, (c) esfingomielina fosfodiesterasa 2, (d) ceramida sintasa, (e) ceramida 
transferasa, (f) ceramida quinasa. Los datos representados se expresan en porcentaje en relación al valor 
correspondiente a día 0. Los valores se representan con la media ± el error estándar (n=6). *p < 0,05, **p 
< 0,01, ***p < 0,001 vs día 0. Prueba t Student. 
 
Adicionalmente, analizamos mediante inmmunoblotting cuantitativo el contenido 
proteico de las enzimas SMS1, SMS2, SMPD2 y ASAH1. En el caso de la enzima SMS1, 
localizada en el aparato de Golgi y encargada de producir esfingomielina a partir de 
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ceramidas (Huitema et al., 2004a), observamos un pico de expresión en el día 3 de 
diferenciación, que se continuó con una disminución progresiva en días posteriores 
(Fig.41A). De igual forma, la enzima SMS2, con idéntica función a SMS1 pero localizada 
en la membrana plasmática (Huitema et al., 2004b), experimentó un significativo y 
progresivo aumento en su expresión, siendo éste más pronunciado en etapas tardías de 
la diferenciación celular (Fig.41B). Por otra parte, tanto la enzima SMPD2 (localizada en 
la membrana plasmática, pero con función inversa a SMS2 (Kolak et al., 2012); como la 
enzima ASAH1, (localizada en endolisosomas y encargada de la ruta de reciclaje de 
ceramidas (Gebai et al., 2018); mostraron un patrón significativo de aumento progresivo 
de su contenido proteico a partir del día 3 de diferenciación (Fig.41C y D). 
 
 
Figura 41. Cuantificación de la expresión proteica de las enzimas implicadas la síntesis de esfingomielinas 
y ceramidas mediante immunoblotting durante la diferenciación de adipocitos 3T3-L1. (a) esfingomielina 
sintasa 1 (49 kDa), (b) esfingomielina sintasa 2 (49-55 kDa), (c) N-acilesfingosina amidohidrolasa 1 (52 kDa), 
(d) esfingomielina fosfodiesterasa 2 (49 kDa). Los datos representados se expresan en una ratio entre la 
señal de la proteína de interés y el control de carga por rojo Ponceau. La gráfica representa en cada caso 
la media ± el error estándar (n=3). *p < 0,05, ***p < 0,001, ****p < 0,0001 vs día 0. Prueba t Student.  
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Por otro lado, los éter-fosfolípidos representan una subclase importante de 
glicerofosfolípidos capaces de regular la fluidez de las membranas, la transducción de 
señales y la protección frente a las especies reactivas del oxígeno (N. E. Braverman & A. 
B. Moser, 2012; Wanders et al., 2010). Para estudiar la síntesis de éter-fosfolípidos se 
analizaron las siguientes enzimas durante el proceso de diferenciación: acil-CoA 
reductasa 1 de ácidos grasos (FAR1), O-aciltransferasa glicerofosfato (GNPAT), 
alquilglicerol fosfato sintasa (AGPS), 1-Acilglicerol-3-Fosfato O-Aciltransferasa 3 
(AGPAT3), Colina/etanolamina fosfotransferasa 1 (CEPT1) y Colina fosfotransferasa 1 
(CHPT1).  
 
Concretamente, las enzimas FAR1, GNPAT y AGPS, están localizadas en peroxisomas y 
participan en los pasos iniciales de la síntesis de plasmalógenos (N. E. Braverman & A. B. 
Moser, 2012). Como se muestra en la Fig.42, las enzimas FAR1 y AGPS presentan niveles 
de expresión elevados al inicio de la diferenciación, observándose un descenso 
significativo partir del día 3. Por su parte, a lo largo de la diferenciación se produce un 
aumento lineal y muy significativo de la expresión de la enzima GNPAT (Fig. 42B), que 
alcanza sus niveles de expresión más elevados en el último día de diferenciación. Por 
otra parte, las enzimas AGPAT3, CEPT1 y CHPT1, localizadas en el retículo 
endoplasmático y encargadas de las etapas de maduración de plasmalógenos (N. E. 
Braverman & A. B. Moser, 2012), presentaron un patrón de expresión más irregular, 
aunque, en general, mostraron un perfil creciente de expresión, alcanzando su máximo 
numérico en adipocitos diferenciados (Fig. 42D-F). 
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Figura 42. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de éter-fosfolípidos mediante 
qPCR durante la diferenciación de adipocitos 3T3-L1. (a) acil-CoA reductasa 1 de ácidos grasos, (b) O-
aciltransferasa glicerofosfato, (c) alquilglicerol fosfato sintasa, (d) 1-Acilglicerol-3-Fosfato O-Aciltransferasa 
3, (e) Colina/etanolamina fosfotransferasa 1, (f) Colina fosfotransferasa 1. Los datos representados se 
expresan en porcentaje en relación al día 0. Los valores se representan con la media ± el error estándar 
(n=6). *p < 0,05 vs día 0, **p < 0,01 vs día 0, ***p < 0,001 vs día 0; #p < 0,05 vs día 3, ##p < 0,01 vs día 3, 
###p < 0,001 vs día 3; $p < 0,05 vs día 6, $$p < 0,01 vs día 6. Prueba t Student. 
 
De igual forma, nuestro estudio de immunoblotting usando anticuerpos contra AGPS y 
CEPT1, reveló una acumulación progresiva de estas enzimas a partir del día 3 de 
diferenciación, alcanzándose un incremento numérico máximo a día 6 (AGPS) o día 9 












Figura 43. Cuantificación de la expresión proteica de enzimas implicadas la síntesis de éter-fosfolípidos 
mediante immunoblotting durante la diferenciación de adipocitos 3T3-L1. (a) alquilglicerol fosfato sintasa 
(73 kDa), (b) Colina/etanolamina fosfotransferasa 1 (55 kDa). Los datos representados se expresan en una 
ratio entre la señal de la proteína de interés y el control de carga por rojo Ponceau. La gráfica representa 
en cada caso la media ± el error estándar (n=3). *p < 0,05, **p <0,01, ***p < 0,001 vs día 0. Prueba t 
Student. 
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Posteriormente, con el objetivo de evaluar el estado funcional de los adipocitos 3T3-L1 
durante la adipogénesis, se evaluó tanto la expresión proteica de marcadores de estrés 
del retículo endoplasmático (BiP y CHOP) y oxidativo (Catalasa y GSS) como los de 
adiponectina intracelular (Fig.44). Por una parte, la enzima BiP aumentó su expresión de 
manera significativa desde el día 3 y durante todo el proceso de diferenciación,  mientras 
que CHOP mostró un pico de expresión transitorio a día 6, recuperando los niveles 
basales al final de la diferenciación (Fig.44, A y B). Por otra parte, las enzimas GSS y 
catalasa aumentaron su expresión proteica de manera significativa a partir del día 3 de 
diferenciación, manteniéndose elevada hasta el final de este proceso en el caso de la 
segunda, mientras que el contenido de GSS disminuyó tras alcanzar niveles numéricos 
máximos a día 6 (Fig.44, C y D). Finalmente, tal y como se esperaba, los niveles de 
expresión proteica de adiponectina aumentaron de forma continua conforme avanza el 
























Figura 44. Cuantificación de la expresión proteica de enzimas relacionadas con el metabolismo energético 
y estrés del retículo endoplasmático u oxidativo durante la diferenciación de adipocitos 3T3-L1. (a) proteína 
de inmunoglobulina de unión (78 kDa), (b) CCAAT / potenciador de la proteína de unión proteína homóloga 
(27 kDa), (c) glutatión sintetasa (52 kDa), (d) Catalasa (60 kDa) y (e) adiponectina. Los datos representados 
se expresan en una ratio entre la señal de la proteína de interés y el control de carga por rojo Ponceau. La 
gráfica representa en cada caso la media ± el error estándar (n=3). *p < 0,05, **p <0,01, ***p < 0,001 y 
****p < 0,001 vs día 0. Prueba t Student. 
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4.4.2.- Regulación de la biosíntesis de esfingolípidos y éter-fosfolípidos en 
modelos de obesidad y resistencia a insulina. 
 
En este estudio, se emplearon dos modelos de adipocitos in vitro que simulan las 
condiciones presentes durante en obesidad y resistencia a la insulina, i.e., 
hiperglucemia/hiperinsulinemia e inflamación. El objetivo de este trabajo era evaluar el 
grado de influencia de estas condiciones sobre el metabolismo de lípidos, y de manera 
más específica, sobre la regulación de las enzimas implicadas en la biosíntesis de 
esfingolípidos y éter-fosfolípidos. Para llevarlo a cabo, se utilizaron adipocitos 3T3-L1 a 
día 6 de diferenciación, los cuales fueron expuestos a tratamientos crónicos con altas 
concentraciones de glucosa e insulina (HGHI), como modelo de 
hiperglucemia/hiperinsulinemia, o TNFa, como modelo de inflamación, de acuerdo con 
los parámetros establecidos y validados previamente por el grupo de investigación 
(Alberto Díaz-Ruiz et al., 2015; Guzmán-Ruiz et al., 2020). En ambos modelos, las células 
muestran resistencia a insulina, como demuestra su incapacidad para fosforilar el 
intermediario de señalización del receptor de insulina, la quinasa Akt, en comparación 
con las células en condiciones control en respuesta al tratamiento con insulina (100 
nmol/L, 15 min) (Alberto Díaz-Ruiz et al., 2015; Guzmán-Ruiz et al., 2020). 
  
4.4.3.- Análisis de la viabilidad celular tras exposición a los tratamientos HGHI 
y TNFa. 
 
Con el objetivo de determinar previamente si los tratamientos con HGHI y TNFa tenían 
alguna incidencia sobre la viabilidad de los cultivos celulares, se procedió a realizar un 
ensayo MTT. Esta prueba se usa para evaluar la actividad mitocondrial de las células 
viables, gracias a la reducción de sales de tetrazolio a formazán mediada por 
deshidrogenasas mitocondriales (Mosmann, 1983). El análisis de los resultados 
obtenidos reveló que ninguno de los tratamientos tuvo una incidencia negativa sobre la 
viabilidad celular de los cultivos, si bien se produjo un ligero, aunque significativo 
aumento de la actividad mitocondrial para el tratamiento con HGHI (Fig.45). 
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Figura 45. Ensayo de viabilidad celular mediante ensayo MTT en adipocitos 3T3-L1 tras su exposición a los 
tratamientos con HGHI y TNFa. Cuantificación de los niveles de absorbancia medidos a 570nm para cada 
uno de los grupos de estudio. Los datos están expresados en porcentaje (%) con respecto a su control 
(100%) y se presentan como la media ± error estándar (n=6 réplicas). *p<0,05 vs. control. 
4.4.4.- Efectos de la exposición a los tratamientos HGHI y TNFa sobre la 
biosíntesis de esfingolípidos. 
 
En este apartado, se evaluó el perfil de expresión de las enzimas relacionadas con la 
biosíntesis de esfingolípidos en respuesta a los dos insultos obesogénicos. Tal y como se 
observa en la Fig. 46, ambos tratamientos produjeron un descenso generalizado en la 
expresión génica tanto de las enzimas que producen o transportan ceramidas en el 
retículo endoplasmático (CERS, CERT y CERK) como de aquellas encargadas de la síntesis 
de esfingomielinas en el aparato de Golgi (SMS1) o en la membrana plasmática (SMS2).  
 
Figura 46. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de esfingomielinas y 
ceramidas mediante qPCR en modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1. Evaluacion de la expresión génica de 
las enzimas tras su exposición a los tratamientos con alta glucosa/alta insulina (HGHI) o ambiente 
proinflamatorio con TNFa. (a) esfingomielina sintasa 1, (b) esfingomielina sintasa 2, (c) esfingomielina 
fosfodiesterasa 2, (d) ceramida sintasa, (e) ceramida transferasa, (f) ceramida quinasa. Los datos 
representados se expresan en porcentaje con respecto al grupo basal. Los valores se representan con la 
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Por su parte, el tratamiento con HGHI provocó un ligero, aunque no significativo, 
descenso en la expresión génica de la proteína SMPD2, localizada en la membrana 
plasmática y encargada de sintetizar ceramidas a partir de esfingomielinas. A pesar de 
la tendencia decreciente común en ambos tratamientos, la exposición crónica al 
ambiente proinflamatorio provocó un mayor descenso en la expresión génica de todas 
las enzimas testadas (Fig.46).  
 
De manera paralela, se analizó mediante immunoblotting cuantitativo el contenido 
proteico de las enzimas SMS1, SMS2, SMPD2 y ASAH1 en respuesta a los tratamientos. 
De forma específica, el tratamiento con HGHI indujo un aumento significativo en el 
contenido proteico de SMS1 y SMPD2, manteniendo esta tendencia al alza para la 
enzima ASAH1, aunque no de manera significativa (Fig.30). También observamos que 
este tratamiento no afectó de manera destacable a la expresión proteica de SMS2, a 
pesar de que ésta experimentó un ligero descenso en sus niveles globales de expresión 
(Fig.30). Por su parte, el tratamiento con TNFa provocó un notable descenso en los 
niveles proteicos de SMS2, así como un ligero, aunque no significativo, aumento de 
SMPD2. En último lugar, el contenido de ASAH1 se vio ligeramente disminuido frente a 
la exposición crónica al ambiente proinflamatorio inducido por TNFa mientras que no 









Figura 47. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de esfingomielinas y 
ceramidas mediante Western Blotting en modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1. Evaluación de la expresión 
proteica de las enzimas tras su exposición a HGHI o ambiente proinflamatorio con TNFa. (a) esfingomielina 
sintasa 1 (49 kDa), (b) esfingomielina sintasa 2 (49-55 kDa), (c) N-acilesfingosina amidohidrolasa 1 (52 kDa), 
(d) esfingomielina fosfodiesterasa 2 (49 kDa). Los datos representados se expresan en una ratio entre la 
señal de la proteína de interés y el control de carga por rojo Ponceau. La gráfica representa en cada caso 
la media ± el error estándar (n=3). *p < 0,05, ***p < 0,001, ****p < 0,0001. Prueba t Student.  
 
4.4.5.- Efectos de la exposición a los tratamientos HGHI y TNFa sobre la 
biosíntesis de éter-fosfolípidos. 
 
A continuación, se evaluó el perfil de expresión de las enzimas que participan en la 
biosíntesis de éter-fosfolípidos en adipocitos 3T3-L1 tras exponerlos a condiciones de 
hiperglucemia/hiperinsulinemia (HGHI) o ambiente proinflamatorio con TNFa. En 
primer lugar, la exposición a ambos tratamientos provocó un descenso generalizado en 
la expresión génica de las enzimas localizadas en el peroxisoma, FAR1, GNPAT y AGPS 
(Fig.48A-C), siendo este más pronunciado en el caso del tratamiento con TNFa. Esta 
tendencia se repitió para las enzimas encargadas de producir éter-fosfolípidos en el 
retículo endoplasmático, salvo CEPT1, cuyo contenido no se vio alterado por ninguno de 
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Figura 48. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de éter-fosfolípidos mediante 
qPCR en modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1. Expresión génica de las enzimas tras su exposición a HGHI 
o ambiente proinflamatorio con TNFa. (a) acil-CoA reductasa 1 de ácidos grasos, (b) O-aciltransferasa 
glicerofosfato, (c) alquilglicerol fosfato sintasa, (d) 1-Acilglicerol-3-Fosfato O-Aciltransferasa 3, (e) 
Colina/etanolamina fosfotransferasa 1, (f) Colina fosfotransferasa 1. Los datos representados se expresan 
en porcentaje con respecto al grupo basal. Los valores se representan con la media ± el error estándar 
(n=6). *p < 0,05, **p < 0,01, ***p < 0,001, ****p < 0,0001 vs basal. Prueba t Student. 
De manera complementaria, se analizó el contenido proteico de las enzimas AGPS y 
CEPT1 por immunoblotting. Los resultados muestran una elevación del contenido de 
ambas enzimas en respuesta al tratamiento con HGHI mientras que el tratamiento con 
TNFa solo afectó a la enzima AGPS, provocando un significativo aumento en sus niveles 










Figura 49. Cuantificación de la expresión de las enzimas implicadas la síntesis de éter-fosfolípidos mediante 
Western Blotting en modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1. Expresión proteica de las enzimas implicadas 
en la síntesis de éter-fosfolípidos tras su exposición a HGHI o ambiente proinflamatorio con TNFa. (a) 
alquilglicerol fosfato sintasa (73 kDa), (b) Colina/etanolamina fosfotransferasa 1 (55 kDa). Los datos 
representados se expresan en una ratio entre la señal de la proteína de interés y el control de carga por 
rojo Ponceau. La gráfica representa en cada caso la media ± el error estándar (n=3). *p < 0,05, **p <0,01, 
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Finalmente, se ha descrito previamente que los marcadores inflamatorios y de estrés 
del retículo endoplasmático se encuentran elevados en pacientes que sufren obesidad 
(Pagliassotti et al., 2016). En consecuencia, se analizó el efecto producido por los 
tratamientos con HGHI o TNFa sobre BiP y CHOP, como marcadores de estrés del 
retículo endoplasmático, y catalasa y GSS, como marcadores de estrés oxidativo, 
además de adiponectina, como marcador de la diferenciación de los adipocitos (Fig.50).  
Por una parte, el tratamiento con HGHI produjo un descenso significativo de la enzima 
BiP y un aumento de GSS, pero no tuvo efecto alguno sobre CHOP, catalasa o 
adiponectina (Fig.50, A y C). Observamos una tendencia a la disminución en el contenido 
de catalasa y adiponectina en respuesta a HGHI, que también se observó tras el 
tratamiento con TNFa, aunque en este último caso sí alcanzó diferencias 
estadísticamente significativas (Fig.50, D-E). En el caso de CHOP, se observó una 
tendencia a aumentar en células expuestas a HGHI y, en mayor medida, a TNFa, aunque 
en ningún caso dicho aumento alcanzó valor estadístico (Fig.50B). 
Figura 50. Cuantificación de la expresión proteica de enzimas relacionadas con el metabolismo energético 
y estrés del retículo endoplasmático u oxidativo en modelos in vitro de adipocitos 3T3-L1. (a) proteína de 
inmunoglobulina de unión (78 kDa), (b) CCAAT/ potenciador de la proteína de unión proteína homóloga 
(27 kDa), (c) glutatión sintetasa (52 kDa), (d) Catalasa (60 kDa) y (e) adiponectina. Los datos se expresan el 
ratio entre la señal de la proteína y el control de carga (rojo Ponceau). La gráfica representa en cada caso 
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La obesidad es un patología compleja y multifactorial en la que influyen desde factores 
genéticos y ambientales hasta endocrinos y neuronales, entre otros (Blüher, 2019). A 
pesar de que en los últimos años se han producido avances significativos en el estudio 
de la obesidad y sus comorbilidades, aun no se conocen completamente los mecanismos 
que subyacen en el desarrollo de resistencia a insulina y/o diabetes tipo 2. A lo largo de 
las últimas décadas, el interés por investigar estos mecanismos e identificar 
biomarcadores útiles que definan la obesidad, ha fomentado el uso de diferentes 
técnicas “ómicas” aplicadas al estudio tejido adiposo y otros tejidos relacionados cuya 
fisiología se ve alterada en dichas condiciones (Aleksandrova et al., 2020; López-Villar et 
al., 2015; Peinado et al., 2014). En este sentido, predominan los estudios genómicos y 
transcriptómicos del tejido adiposo, tanto de modelos animales de obesidad como 
humanos (Aleksandrova et al., 2020). También se han realizado estudios proteómicos 
de tejido adiposo murino (Novelle et al., 2017), así como de tejido adiposo humano, 
incluyendo estudios de nuestro laboratorio sobre la caracterización de sus componentes 
celulares separados (Peinado et al., 2011; Diaz-Ruiz et al., 2015; Guzman-Ruiz et al., 
2020), o la repuesta a la pérdida de peso tras cirugía bariátrica (Moreno-Castellanos et 
al., 2016). Sin embargo, los estudios de lipidómica del tejido adiposo son menos 
numerosos, a pesar de que los lípidos constituyen componentes celulares esenciales 
que están presentes en todos los vertebrados(Fuchs, 2014). 
 
Los recientes avances en el campo de la lipidómica han permitido ampliar de manera 
notable nuestra comprensión del alcance y complejidad de la desregulación de lípidos 
en la obesidad y las enfermedades metabólicas (Han, 2016). Esta potente herramienta 
analítica se puede utilizar tanto para caracterizar procesos fisiológicos como 
fisiopatológicos, ya que el metabolismo de los lípidos constituye el eje central en la 
fisiología de los adipocitos y el mantenimiento de la homeostasis energética 
(Aleksandrova et al., 2020). Mientras que una gran parte de los lípidos se almacena en 
los adipocitos como reserva de energía, otros lípidos son utilizados para construir 
membranas celulares o participar en procesos de señalización celular (Lapid & Graff, 
2017)  .En este contexto, la lipidómica basada en espectrometría de masas está 
emergiendo como una potente herramienta de análisis para investigar la huella lipídica 
asociada al aumento del tejido adiposo en modelos animales y humanos. De hecho, ya 
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se han publicado algunos estudios lipidómicos relacionados con la obesidad, 
fundamentalmente de suero y, en menor medida, de tejido adiposo de modelos murinos 
y humanos (Henstridge & Bozaoglu, 2017). Sin embargo, solo existe un estudio 
lipidómico, publicado durante la redacción de esta Tesis Doctoral, que analiza la 
zonación de lípidos en este tejido (Fournelle et al., 2020).  
 
Es por ello por lo que, durante el desarrollo de esta Tesis Doctoral, se han desarrollado 
y aplicado diferentes estrategias de análisis para evaluar tanto la composición del 
lipidoma como la distribución espacial de los lípidos contenidos en el tejido adiposo. De 
esta manera, se pretender contribuir al estudio de la obesidad y resistencia a insulina, 
aportando nuevas herramientas analíticas que permitan dilucidar los mecanismos 
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Aplicación de técnicas de MALDI IMAGING para el estudio del tejido adiposo. 
 
Uno de los principales objetivos de este estudio era el desarrollo de un método que 
permitiera caracterizar la distribución espacial de lípidos en el tejido adiposo mediante 
el uso de la técnica MALDI-IMS. La versatilidad de esta técnica para mapear cambios en 
la distribución lipídica de los tejidos ha sido puesta de manifiesto en numerosas 
patologías (Korte et al., 2015; Lee et al., 2012; Stoeckli et al., 2001). Sin embargo, su 
aplicación en tejidos con alto contenido lipídico, como el tejido adiposo, especialmente 
en condiciones de obesidad, no había sido desarrollada hasta ahora, presumiblemente 
por la falta de protocolos eficientes para su análisis. En este tipo de muestras, la 
aplicación de esta técnica conlleva un gran desafío ya que los lípidos se movilizan tras la 
deposición de la matriz de ionización, impidiendo así el análisis espacial de analitos en 
su posición original dentro del tejido (Fournelle et al., 2020). Inicialmente se asumió que 
el empleo de secciones delgadas conllevaría una deslocalización minoritaria de analitos 
debido al pequeño volumen de líquido intracelular (citosol) (Anderson et al., 2015). Sin 
embargo, nuestros resultados preliminares descartaban esta hipótesis en tejidos grasos, 
por lo que tuvimos que diseñar estrategias específicas de preparación de la muestra 
para hacer viable su análisis mediante MALDI-IMS. En consecuencia, en este trabajo se 
describen todas las estrategias empleadas para optimizar cada una de las etapas críticas 
de preparación de la muestra, incluyendo métodos de seccionamiento de tejidos y de 
deposición de la matriz de ionización. Generalmente, los estudios de MALDI-IMS 
emplean secciones de tejido de un rango de grosor comprendido entre 4-20 µM y a las 
cuales se les aplica una matriz de ionización (Thomas et al., 2012). En nuestro caso, se 
determinó empíricamente que el rango óptimo de corte estaba situado entre 14-16 μm, 
permitiendo así una correcta manipulación del tejido sin llegar a comprometer el 
rendimiento del analizador de masas, tal y como describió previamente Caldwell et al. 
(Caldwell & Caprioli, 2005). Adicionalmente, los tejidos pueden ser embebidos en 
soluciones de polímeros para reforzar la consistencia del tejido y obtener secciones muy 
finas de tejidos (por debajo de 5μm) (Sugiura et al., 2015). Sin embargo, este 
procedimiento resultó ser igual de ineficaz en la contención de lípidos del tejido adiposo 
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Está ampliamente aceptado que la aplicación de la matriz de ionización sobre la muestra 
constituye un elemento esencial para la obtención de imágenes de MALDI (Buchberger 
et al., 2018; R. J. A. Goodwin, 2012). Mientras que el desarrollo de nuevas matrices está 
enfocado en parámetros como la capacidad de absorción por el láser o su estabilidad al 
vacío (Leopold et al., 2018a), la mejora de los métodos de deposición conlleva un 
aumento en la resolución y sensibilidad de detección de los analitos de interés (Huizing 
et al., 2019). En esta línea, estudios recientes usando todo tipo de tejidos, demostraron 
que la deposición de la matriz afecta tanto al grado potencial de deslocalización de 
analitos como al tamaño de los cristales de matriz que se generan (Li et al., 2016), siendo 
ambos parámetros críticos para la viabilidad del análisis. Dado que la mayoría de los 
estudios de MALDI-IMS se han llevado a cabo para analizar proteínas y péptidos, el 
número de matrices y estudios encaminados al análisis de lípidos de manera exclusiva 
es reducido (Fuchs & Schiller, 2009; Touboul et al., 2011), lo que también limita el 
soporte bibliográfico para orientar el diseño de nuevos estudios lipidómicos en tejidos 
nada o escasamente explorados.  
 
En nuestro estudio, se seleccionaron las matrices DAN, MBT, DHA y DHB ya que todas 
ellas se usan de manera rutinaria en el análisis de lípidos (Leopold et al., 2018; Thomas 
et al., 2012; (Perry et al., 2020). Los resultados obtenidos muestran que la aplicación de 
las matrices, bien por el uso de un sublimador o bien a través de una estación robótica, 
produjo una difusión exacerbada de los lípidos contenidos en la muestra. Estos 
resultados sugieren que, en mayor o menor medida, la redistribución de lípidos en el 
tejido adiposo se produce independientemente del método de aplicación o de la matriz 
seleccionada. Por otra parte, se emplearon distintas superficies para la deposición de la 
muestra y para las cuales se habían obtenido resultados positivos en estudios recientes 
(König, 2008; Nimesh et al., 2013; Norris & Caprioli, 2013; Zavalin et al., 2012; Y. Zhang 
et al., 2012). No obstante, ninguna de las superficies probadas resultó ser eficaz en la 
contención de los lípidos. Estudios previos con secciones completas de tejidos 
(Anderson et al., 2015; Khatib-Shahidi et al., 2006) o sometidas a tratamientos con calor 
(Goodwin et al., 2012), mostraron que el uso de cintas adhesivas y conductivas de 
carbón resultaba efectivo para prevenir la deslocalización de analitos durante los 
experimentos de MALDI-IMS. La aplicación de este método en secciones de tejido 
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adiposo congeladas supuso un gran avance para la optimización de un protocolo de 
MALDI-IMS, ya que preservaba la estructura anatómica del tejido al mismo tiempo que 
minimizaba la difusión de los analitos presentes en la muestra.  
 
Por otra parte, se ha descrito que el método de aplicación de la matriz influye de manera 
directa sobre la calidad de los espectros obtenidos, así como sobre el total de 
identificaciones que se llevan a cabo en el tejido (Huizing et al., 2019). Los métodos 
habituales para depositar la matriz incluyen el uso de una estación robótica (Aerni et al., 
2006), la electropulverización (ESI) (Jurchen et al., 2005) y el uso de un aerógrafo 
(Garrett et al., 2007). No obstante, también se ha extendido el uso de estrategias que 
prescinden del uso de solventes, como el uso de un sublimador (Hankin et al., 2007) o 
la deposición en seco (S. M. Puolitaival et al., 2008). Nuestros resultados, obtenidos tras 
la aplicación de DHA y DHB mediante métodos de deposición simple o mixta de la matriz, 
mostraron que la deposición simple de la matriz DHB mediante sprayer era el método 
más eficaz para el análisis de muestras de tejido adiposo depositadas sobre cinta de 
carbón conductiva. De hecho, se detectaron un mayor número de picos y de mayor 
intensidad en comparación con los obtenidos con la matriz DHA y con la deposición bien 
en seco o combinada de ambas matrices. Adicionalmente, estudios recientes han puesto 
de manifiesto la importancia de optimizar la solución de la matriz para obtener mejores 
resultados en cuanto a resolución y cuantificación de un mayor número de picos en el 
espectro (Leopold et al., 2018a; Smolira & Wessely-Szponder, 2015). Así, se llevaron a 
cabo experimentos para optimizar la solución de la matriz DHB, empleando diferentes 
ratios de la mezcla del solvente acetonitrilo/agua. Estos resultados revelaron que existía 
una proporcionalidad inversa entre la concentración de acetonitrilo y la intensidad de 
señal detectada, obteniéndose mejores resultados en la composición 50:50 (ACN/H20) 
de la solución de la matriz. 
 
Finalmente, dado que existen numerosos problemas que pueden afectar a la 
cuantificación de imágenes de espectrometría de masas (manipulación de la muestra, 
supresión iónica, normalización, etc.), está ampliamente aceptado que los análisis de 
MALDI-IMS sean respaldados por técnicas complementarias como LC-MS/MS (Irie et al., 
2014; Shobo et al., 2016; Stepanka et al., 2019). De esta manera, para concederle un 
DISCUSIÓN 
 
- 140 - 
 
mayor grado de robustez al análisis de las muestras por MALDI-IMS, la anotación lipídica 
de valor m/z obtenido mediante dicha técnica se asignó sobre la base de los resultados 
obtenidos del análisis de las mismas muestras mediante LC-MS. El uso de este tipo de 
aproximaciones requiere de un paso previo de extracción de lípidos, que debe 
optimizarse para cada tejido de manera individualizada. En nuestro caso, los resultados 
obtenidos con el uso de dos tipos de extractantes (MTBE y CM) y el protocolo SPE, 
mostraron que cada familia de lípidos se veía influenciada de forma distinta en función 
del extractante utilizado. Además, se observó que la implementación de un ratio 2:1 en 
el uso de CM para la extracción de lípidos en combinación con el análisis por LC-QqQ 
MS/MS permitió obtener un mayor número de identificaciones en estas muestras, 
ampliando así la base de datos requerida para la anotación lipídica de los valores m/z 
obtenidos por MALDI. En concreto, estos estudios nos permitieron establecer el 
lipidoma del tejido adiposo subcutáneo de rata, en el que observamos la predominancia 
de formas de fosfatidilcolina (PCs, Liso-PCs, PC-Os y PC-Ps) que, en conjunto, suman el 
57% del total de fosfolípidos. Igualmente, detectamos una proporción elevada de SMs 
(9%) en el tejido adiposo, lo que podría estar relacionado con la abundancia de balsas 
lipídicas especializadas en los adipocitos, las caveolas, que están enriquecidas en 
colesterol y SMs (Parton et al., 2020).  
 
En conclusión, en este trabajo hemos establecido un protocolo de aplicación de la 
técnica de MALDI-IMS en secciones de tejido adiposo, que hemos validado 
posteriormente mediante estudios complementarios de LC-MS/MS. Brevemente, 
nuestro protocolo  establece que, para contrarrestar las dificultades técnicas impuestas 
por la naturaleza del tejido adiposo, en la aplicación de la técnica de MALDI-IMS para el 
estudio de dicho tejido, las secciones deben ser depositadas sobre una cinta de carbón 
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Análisis del perfil lipídico del tejido adiposo en modelos de obesidad y resistencia a 
insulina. 
 
Una vez establecido un protocolo óptimo para el análisis de tejidos grasos mediante 
MALDI-IMS, el siguiente objetivo era validar su uso en muestras con un elevado 
contenido de lípidos. Para ello, se usó un modelo de obesidad mórbida basado en una 
sobrenutrición postnatal por reducción de la camada, que se continúa posteriormente 
con un periodo de ingesta de una dieta alta en grasa (HFD), diseñado por el grupo del 
Dr. Tena-Sempere (Grupo GC10, IMIBIC) (Novelle et al., 2017; Sánchez-Garrido et al., 
2015). Este modelo murino, ampliamente utilizado para estudiar los trastornos 
asociados a la obesidad en la pubertad , se caracteriza por un aumento significativo del 
peso y la grasa corporal, así como por la desregulación de la homeostasis glucídica 
(Sarker et al., 2019; Takumi et al., 2015; Ullah et al., 2017). Se han llevado a cabo 
numerosos estudios lipidómicos para evaluar la composición lipídica asociada a la 
obesidad en modelos murinos. Barber et al., observaron que los niveles de LPCs en 
plasma de ratones disminuían mientras que los niveles de SMs y CERs aumentaron tras 
ser alimentados durante una semana con HFD. También se han descrito alteraciones en 
los niveles plasmáticos de algunas CERs, junto con una disminución de las 
concentraciones de PCs, PEs y PSs, sin observar cambios en SMs, en ratones con 
obesidad inducida por una dieta HFD más prolongada (14 semanas) (Eisinger et al., 
2014). Las alteraciones inducidas por obesidad no sólo se reflejan en cambios en el 
lipidoma plasmático si no también en otros órganos normalmente afectados por el 
exceso de tejido adiposo, como el hígado (Hodson & Gunn, 2019). De esta forma, Nam 
et al. mostraron que los niveles hepáticos de PCs con grupos acilo relativamente largos 
estaban aumentados, en detrimento de los homólogos con grupos acilo cortos, en el 
grupo de ratas obesas alimentadas con HFD. Igualmente, se han observado niveles 
elevados de CERs y una disminución del contenido en SMs en el hígado de ratones ob/ob 
(Yetukuri et al., 2007). En la misma línea, en los estudios con ratones alimentados con 
HFD (Turner et al., 2013), se detectó un aumento en los niveles de diacilglicéridos (DGs) 
y CERs (20:0, 22:0, 18:0 y 20:0) en hígado. Curiosamente, en estos animales también se 
observó un aumento de CERs y SMs en tejido adiposo epididimal, indicando un patrón 
parcialmente común de cambios en el lipidoma entre grasa omental e hígado en 
obesidad.   
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En conjunto, e independientemente del tejido, estos resultados ponen en evidencia un 
efecto de la obesidad sobre el contenido en esfingolípidos y, en particular, un aumento 
de CERs, así como alteraciones en SMs. En este contexto, existen varios estudios que 
han implicado a las CERs en el desarrollo de las comorbilidades metabólicas de la 
obesidad, como diabetes y enfermedades cardiovasculares, lo que se ha asociado a su 
vez con el ambiente inflamatorio que ocurre en condiciones de exceso de tejido adiposo 
(de Mello et al., 2009; Ying et al., 2019). De hecho, la inhibición de la biosíntesis de CERs 
en ratones con obesidad genética o inducida por dieta mejora la resistencia a la insulina, 
diabetes, miocardiopatía, aterosclerosis y esteatohepatitis (G. Yang et al., 2009; Ying et 
al., 2019). En esta misma línea, se ha demostrado que la síntesis de SMs está asociada a 
obesidad y resistencia a insulina (Mitsutake et al., 2011).   
 
En nuestros estudios, observamos que la combinación de los dos efectos obesogénicos, 
camada pequeña y HFD, producía cambios en la composición del lipidoma de las ratas 
obesas asociados al incremento de la concentración total de lípidos. Por otra parte, el 
análisis estadístico del perfil lipídico generado a partir de los estudios de MALDI-IMS del 
tejido adiposo mediante herramientas de clustering (PLS-DA y Heatmap), señaló la 
presencia de un marcado perfil de iones con expresión diferencial, permitiendo 
discriminar entre ambos grupos de acuerdo a la distribución de su lipidoma. 
Paradójicamente, se detectó un mayor número de iones significativos que disminuyeron 
su concentración en el grupo SL/HFD con respecto al grupo NL/LFD. Estos resultados 
sugieren que, a pesar del incremento en la concentración total de lípidos, cada familia 
de lípidos está regulada de manera independiente por mecanismos que probablemente 
se asocien a su función dentro del tejido.  
 
El análisis de las muestras de tejido adiposo mediante MALDI-IMS, en combinación con 
los estudios de LC-MS/MS, nos permitió observar los cambios concretos del lipidoma del 
tejido adiposo subcutáneo murino en respuesta a obesidad.  En concreto, observamos 
cambios significativos en la proporción de plasmalógenos constituidos por colina (LPC-
Ps y PC-Ps). Esta familia de lípidos está involucrada en multitud de procesos biológicos, 
siendo relevantes su capacidad de regulación de la fluidez de la membrana y su papel 
protector frente al estrés oxidativo (Wallner y Schmitz, 2011; Brites et. Al., 2004). 
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Igualmente, se produjo un descenso, aunque no significativo en la concentración de 
lípidos estructurales de la membrana plasmática (PEs y SMs) y señalizadores (PIs). Se ha 
descrito que las PEs participan en la biogénesis y actividad de algunas proteínas (Becker 
et al., 2013; Bogdanov y Dowhan 1998, 1999), así como en la fosforilación oxidativa 
(Bottinger et al., 2012; Tasseva et al. al., 2013), autofagia (Ichimura et al., 2000), 
estabilidad mitocondrial (Birner et al., 2001) fusión de membranas (Verkleij et al., 1984); 
Steenbergen et al., 2005; Storey et al., 2001), y como precursores de otros lípidos 
(Bremer y Greenberg, 1961; Menon y Stevens, 1992). Por su parte, se ha descrito que, 
aparte de sus funciones estructurales asociadas a su presencia en balsas lipídicas, las 
SMs participan en la transducción de señales (Christopher R. Gault et al., 2010; 
Mitsutake & Igarashi, 2013; Slotte & Ramstedt, 2007). De igual forma, los PIs actúan 
como segundos mensajeros en los procesos de señalización celular que ocurren en la 
cara interna de las membranas celulares (Cockcroft & Carvou, 2007; Falkenburger et al., 
2010).  
 
En conjunto, estos resultados sugieren una desregulación de la composición de las 
membranas celulares en respuesta a obesidad, lo que podría afectar a funciones 
esenciales en la fisiología del adipocito, entre las que se incluirían procesos de 
señalización celular y el tráfico y metabolismo de lípidos. Esto estaría de acuerdo con la 
respuesta alterada a glucosa e insulina que observamos en los animales obesos 
analizados en nuestro estudio mediante los ensayos de GTT e ITT. Aunque estos análisis 
no demuestran directamente que los tipos celulares del tejido adiposo regulados por 
insulina, i.e., adipocitos, muestren una respuesta alterada a dicha hormona en nuestro 
modelo de animales obesos, es razonable proponer que ese es el caso, como 
demuestran numerosos estudios dirigidos previos llevados a cabo en modelos similares 
de obesidad, genética o inducida por dieta, incluidos roedores (Alli Shaik et al., 2016; 
Jimenez-Gomez et al., 2013).  
 
Aunque no observamos cambios en el contenido total de SMs en el tejido adiposo 
obeso, en comparación con su homólogo de animales NL/LFD, nuestros estudios 
lipidómicos sí permitieron discriminar la presencia de ciertas formas de esfingomielinas 
que se expresaban de manera diferencial entre ambos grupos de estudio. 
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Concretamente, la esfingomielina SM(d18:0_18:2) estaba aumentada en el tejido 
adiposo de ratas obesas. En este contexto, la posibilidad ofrecida por la técnica MALDI-
IMS para determinar tanto la distribución espacial de los lípidos en cortes de tejido 
adiposo como su enriquecimiento o disminución en relación a la cantidad de masa grasa, 
nos sirvió para poder localizar los sitios del tejido en los que se acumulaba 
SM(d18:0_18:2) en los animales obesos. De esta manera, observamos que dicha SM se 
acumulaba en áreas del tejido ocupadas mayoritariamente por adipocitos, lo cual podría 
indicar un enriquecimiento de SM(d18:0_18:2) en las membranas de dichas células en 
animales obesos. No podemos asignar una función al isómero encontrado enriquecido 
en el tejido adiposo de estos animales, ya que no existe literatura específica al respecto, 
aunque, por ejemplo, en un estudio lipidómico dirigido para la búsqueda de factores de 
riesgo cardiovascular en la cohorte “Australian Diabetes, Obesity, and Lifestyle Study” 
(Huynh et al., 2019) se ha observado que la concentración plasmática de algunas 
especies de SMs similares, tales como SM(d18:2/14:0), presentan una asociación directa 
con el IMC. En conjunto, estos y nuestros datos sugieren que cambios en la composición 
de SMs, o de formas concretas de esta familia, podrían relacionarse con obesidad y 
enfermedad metabólica, quizás por su papel como componentes fundamentales de la 
membrana plasmática (Mitsutake & Igarashi, 2013). En este escenario, si 
SM(d18:0_18:2) estuviera enriquecido en caveolas, cabría especular con un papel de 
este lípido en la señalización a insulina, dado el papel de estos subdominios como 
plataformas de señalización de factores de crecimiento (Lamaze et al., 2017). No 
obstante, se necesitan estudios lipidómicos dirigidos de caveolas, aisladas a partir de 
adipocitos procedentes de los distintos modelos animales, para poder confirmar si, 
como sugieren nuestros resultados, se producen cambios localizados de 
SM(d18:0_18:2) u otras SMs y confirmar además si estos cambios potenciales pudieran 
interferir en la respuesta a insulina. 
 
Además de cambios en SMs, nuestros estudios de MALDI-IMS demostraron que los 
plasmalógenos PC(O-16:0_16:1) y PE(P-16:0_20:0) redujeron sus niveles en el tejido 
adiposo de ratas obesas. Este descenso en los niveles de plasmalógenos ya se ha 
observado previamente en estudios lipidómicos de plasma de pacientes con 
esteatohepatitis no alcohólica (NASH) y, en mayor medida, en la enfermedad del hígado 
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graso no alcohólico (NAFLD) (Puri et al., 2009). Notablemente, se han observado niveles 
de plasmalógenos aumentados en el hígado de ratones alimentados con HFD (Eisinger 
et al., 2014). Aunque ambos modelos no son estrictamente comparables, demuestra la 
existencia de cambios en los plasmalógenos plasmáticos asociados a daño de un tejido 
metabólico, como el hígado. En esta línea, estudios recientes señalaron que el 
tratamiento de rescate con plasmalógenos es capaz de prevenir tanto NASH como 
NAFLD por medio del aumento de la actividad de PPARa, un regulador transcripcional 
crítico en la oxidación de ácidos grasos (Jang et al., 2017). Aunque PPARa se expresa 
fundamentalmente y juega un importante papel en la regulación del metabolismo en 
hígado, estudios recientes muestran que también es importante en el tejido adiposo 
(Takahashi et al., 2017). Así, los ratones que sobreexpresan PPARa de forma selectiva 
en el tejido adiposo muestran un menor grado de inflamación de dicho tejido y mejoran 
su sensibilidad a insulina en condiciones de obesidad (Takahashi et al., 2017). Cabe la 
posibilidad que los niveles disminuidos de PPARa que se han observado en el tejido 
adiposo de animales obesos (Goto et al., 2011)puedan influir en el menor contenido de 
plasmalógenos en general, y de PC(O-16:0_16:1) y PE(P-16:0_20:0) en particular, que 
observamos en el tejido adiposo de animales obesos en nuestro estudio. Teniendo en 
cuenta la implicación de los peroxisomas en la síntesis de plasmalógenos (Honsho & 
Fujiki, 2017; Wanders & Brites, 2010), este efecto podría estar mediado por una 
alteración de estos orgánulos en obesidad, dado el papel regulador de PPARa sobre la 
oxidación de ácidos grasos en peroxisomas además de sobre su proliferación (Stienstra 
et al., 2007). Notablemente, las imágenes obtenidas mediante MALDI-IMS permitieron 
determinar que la disminución de los plasmalógenos PC(O-16:0_16:1) y PE(P-16:0_20:0) 
se produce sobre todo en la fracción de estroma vascular (SVF) del tejido adiposo. Entre 
los componentes de esta fracción se incluyen las células madre mesenquimales y los 
preadipocitos responsables de la renovación del tejido (Bora & Majumdar, 2017; 
Ramakrishnan & Boyd, 2017). Curiosamente, la activación de PPARa promueve la 
diferenciación de los adipocitos (Goto et al., 2011), lo que apoyaría un papel, al menos 
parcial para el sistema peroxisomas/plasmalógenos en este proceso que, como se ha 
descrito por muchos autores, es disfuncional en el tejido adiposo en obesidad 
(Hammarstedt et al., 2018; Vishvanath & Gupta, 2019). En la SVF también se localizan 
las células inmunes que infiltran el tejido adiposo: macrófagos, linfocitos y neutrófilos  
DISCUSIÓN 
 
- 146 - 
 
(Elgazar-Carmon et al., 2008; Kintscher et al., 2008; Tchoukalova et al., 2004). 
Recientemente, se ha descrito que estas los plasmalógenos juegan un papel 
fundamental en el sistema inmune, ya que son un componente esencial de las 
membranas celulares de neutrófilos y macrófagos (Lodhi et al., 2012, 2015) e influyen 
de manera directa sobre el proceso de diferenciación de los monocitos en macrófagos 
(Wallner et al., 2014). En su conjunto, estos resultados refuerzan la idea de que los 
plasmalógenos cumplen funciones vitales tanto en la dinámica de membranas celulares 
como en procesos clave de la fisiopatología de la obesidad y enfermedad (estrés 
oxidativo, inflamación), mediante su acción potencial sobre varios tipos celulares 
fundamentales del tejido adiposo. Finalmente, los resultados obtenidos ponen de 
manifiesto la validez de nuestro método de MALDI-IMS para monitorizar los cambios 
que se producen en la distribución espacial de lípidos en respuesta al desarrollo de 
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Análisis lipidómico del tejido adiposo en pacientes con obesidad y resistencia a insulina.   
 
El objetivo de este estudio era la caracterización de la huella lipídica asociada al 
desarrollo de obesidad y resistencia a insulina en tejido adiposo humano.  Estos 
individuos obesos fueron clasificados conforme a los criterios de la ADA en función a su 
perfil glucídico y grado de sensibilidad a insulina (Díaz-Ruiz et al., 2015; Tam et al., 2012). 
Gracias a los recientes avances en el campo de la lipidómica, se han ampliado los 
conocimientos acerca de los mecanismos de regulación de los lípidos en obesidad y 
enfermedad metabólica (Han, 2016). Los estudios lipidómicos realizados sobre muestras 
de suero de gemelos monocigóticos y discordantes en cuanto a obesidad, revelaron 
tanto un aumento de los niveles de LPCs como una disminución de los éter-fosfolípidos 
(Kirsi H. Pietiläinen et al., 2007). En otro estudio se señaló que los niveles plasmáticos 
de dihidroceramidas, en particular las especies saturadas, se asociaban de manera 
positiva con el perímetro abdominal, mientras que las SMs, sobre todo 
monoinsaturadas, lo hacían de manera inversamente proporcional (Mamtani et al., 
2014). De igual forma, en un estudio con 1176 individuos jóvenes, se observó una 
asociación positiva entre los niveles plasmáticos de SMs y diacilfosfatidilcolina y el 
perímetro abdominal mientras que las LPCs lo hacían de manera negativa (Rauschert et 
al., 2016). En la misma línea, se detectó una reducción en los niveles de LPCs presentes 
en el plasma de individuos obesos (Barber et al., 2012). Por otra parte, el análisis 
comparativo del perfil lipidómico de pacientes delgados y obesos/con sobrepeso y 
diferente grado de sensibilidad a insulina, reveló un aumento en los niveles de TGs, DGs, 
ésteres de colesterol (CE), LPCs y LPC-Os en plasma, así como una reducción de los 
niveles de plasmalógenos en los sujetos obesos en comparación a los delgados (Tonks 
et al., 2016). En este estudio también se detectaron niveles elevados de esfingolípidos 
compuestos por ácido esteárico (C18:0) en músculo esquelético. En conjunto, estos 
resultados apuntan a cambios esenciales en esfingolípidos, liso- y éter-
fosfolípidos/plasmalógenos, plasmáticos o tisulares, asociados a obesidad. A nivel de 
tejido adiposo, se ha descrito en muestras de tejido adiposo epicárdico de mujeres 
obesas, que los niveles de PGs, principalmente PG (20:30_20:3) y PG (22:5_18:1) 
estaban aumentados mientras que se produjo un descenso en los niveles de 
plasmalógenos formados a partir de etanolamina (Scherer et al., 2015). En otro estudio 
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con muestras de tejido adiposo subcutáneo de mujeres obesas, se observaron niveles 
elevados de TGs de cadena larga y CERs en el grupo de sujetos con hígado graso (Kolak 
et al., 2007). Adicionalmente, un estudio sobre la sensibilidad a insulina en mujeres 
obesas reveló un incremento en los niveles del gangliósido GM3, así como en la 
concentración de PEs en tejido adiposo omental (Wentworth et al., 2016) . Por tanto, de 
forma similar a lo observado en plasma o en otros tejidos metabólicos, parece que el 
tejido adiposo sufre también cambios en el contenido de lípidos de fosfolípidos en 
general, y en particular de plasmalógenos y esfingolípidos, en condiciones de obesidad. 
 
En nuestros estudios con obesos con diferente grado de sensibilidad a la insulina, el 
análisis lipidómico del tejido adiposo subcutáneo reveló un incremento del contenido 
total de lípidos presentes en los grupos IR y T2D con respecto al grupo NG. Cabe destacar 
que este incremento fue sustancial para el grupo IR, a pesar de que no se detectaron 
diferencias significativas en cuanto a su peso corporal con respecto al grupo NG. A nivel 
global, los fosfolípidos de etanolamina (PEs) y de colina (PCs y PC-Os) fueron los 
componentes mayoritarios en todos los grupos estudiados mientras que los 
lisofosfolípidos de colina (LPC-Os y LPC-P), PIs y ceramidas constituían las familias 
minoritarias. Por otra parte, encontramos diferencias sustanciales en el perfil lipídico 
asociado a cada grupo ya que mientras que los glicerofosfolípidos en general y los éter-
fosfolípidos en particular, aumentaban su concentración, las SMs disminuían sus niveles 
en ambos grupos, IR y T2D, con respecto al grupo NG. Teniendo en cuenta las funciones 
celulares demostradas para estos lípidos (Santos & Preta, 2018), estos resultados 
sugieren que, durante el desarrollo de enfermedad metabólica en obesidad, se produce 
una remodelación de las membranas celulares del tejido adiposo, probablemente como 
medida adaptativa para facilitar la expansión del tejido, en particular de los adipocitos 
hipertróficos. Estos cambios en la membrana serían también útiles para contrarrestar el 
estrés mecánico al que están sometidas las células como consecuencia de la fibrosis que 
se desarrolla en el tejido, especialmente en los individuos obesos IR/T2D respecto a los 
NG (Guzmán-Ruiz et al., 2020).  
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A diferencia de los lípidos mencionados anteriormente, las CERs, aunque disminuyeron 
en condiciones de insulinoresistencia, aumentaron en el grupo de obesos diabéticos. 
Dada la implicación de las ceramidas en los procesos de apoptosis y señalización de la 
insulina, estos resultados sugieren que la desregulación de estas formas lipídicas podría 
ser un factor agravante en el desarrollo de enfermedad metabólica (Kayser et al., 2019; 
Sokolowska & Blachnio-Zabielska, 2019). Por otra parte, se observó un incremento 
significativo en los niveles de plasmalógenos (PE-Ps, PC-Ps y LPC-Ps) en los obesos con 
enfermedad metabólica, lo que podría explicarse como un mecanismo adaptativo frente 
al estrés oxidativo que se produce en condiciones de IR y T2D. De hecho, estudios de 
nuestro laboratorio de adipocitos aislados a partir de individuos obesos NG e IR han 
evidenciado el incremento de marcadores de estrés oxidativo, tanto a nivel de 
contenido de enzimas con actividad antioxidantes como de sus sustratos (glutation 
sintetasa), en estas células (Diaz-Ruiz et al., 2015). Sin embargo, mientras que en 
adipocitos obesos NG, las defensas antioxidantes parecen ser suficientes para mantener 
la viabilidad celular, en los IR, este proceso está desequilibrado lo que, junto a la 
disfunción de la maquinaria de eliminación de proteínas dañadas o mal plegadas, el 
proteasoma (Rousseau & Bertolotti, 2018), provoca la acumulación de las mismas, 
provocando un efecto de proteotoxicidad que contribuye a la disfunción de los 
adipocitos (Diaz-Ruiz et al., 2015). Nuestro presentes resultados apoyan la idea de que, 
como ocurre respecto al estrés oxidativo, el perfil lipídico del tejido adiposo obeso NG, 
que muy probablemente difieren del que pueden encontrarse en  individuos delgados, 
se asocia a una respuesta adaptativa de defensa celular frente a los insultos propios de 
la obesidad mientras que los cambios que puedan ocurrir en la transición NG a IR 
podrían reflejar la acumulación  de lípidos con efectos tóxicos (o, alternativamente, la 
falta de lípidos con efectos protectores) en el tejido adiposo.    
 
En esta línea, el análisis de los resultados obtenidos mediante MALDI-IMS permitió 
discriminar diferencias en la huella lipídica asociada a cada uno de los grupos estudiados, 
mostrando un patrón de progresión fenotípica desde el grupo NG hasta el grupo T2D. A 
pesar de que el modelo PLS-DA generado en base a su perfil lipídico se considera 
altamente predictivo, observamos un solapamiento en la zona de transición entre los 
grupos NG e IR. Este efecto podría deberse a que estos pacientes presentan 
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características discriminatorias adicionales que no han sido contempladas en los 
criterios de diagnosis de la ADA utilizados en nuestro estudio, y que los situarían en una 
fase de transición entre grupos. De hecho, no se detectaron iones con expresión 
diferencial significativa y exclusiva del grupo IR, lo que conllevó a una polarización en la 
distribución del perfil lipidómico de los grupos NG e IR con respecto al grupo T2D. Así, 
el análisis comparativo entre grupos reveló un mayor número de especies significativas 
en la comparativa NG-T2D y IR-T2D con respecto a la transición NG-IR. No obstante, una 
vez anotados los lípidos con diferencias significativas, sí encontramos especies 
discriminativas entre los tres grupos. Concretamente, en obesos IR y T2D, comparados 
con los obesos NG, se detectaron cambios en básicamente todas las familias de lípidos 
pertenecientes a esos grupos. Además, se detectó un significativo incremento en los 
niveles de LPCs, LPEs y PAs en el grupo de IR con respecto al grupo NG. Mientras que la 
desregulación de formas liso se ha correlacionado con procesos inflamatorios en 
obesidad (del Bas et al., 2016), se ha descrito que el PA ejerce un papel muy importante 
en la señalización de insulina a través de los receptores mTOR (Fang et al., 2001; C. Zhang 
et al., 2012). Por su parte, la comparativa IR-T2D reveló diferencias significativas en los 
niveles de concentración de éter-fosfolípidos, glicerofosfolípidos y ceramidas, lo que 
sugeriría un papel para estos lípidos en el empeoramiento de la enfermedad metabólica 
asociada a obesidad. De nuevo, estas familias de lípidos aparecen como marcadores del 
tejido adiposo en relación al desarrollo de enfermedad metabólica, como habíamos 
observado previamente en modelos murinos (delgados vs. obesos IR).  
 
Atendiendo a estos resultados, elegimos algunos ejemplos representativos de lípidos 
para, como en el caso del modelo murino, observar si había una distribución diferencial 
de los mismos en los tejidos, añadido a su variación cuantitativa detectada por MALDI-
IMS. De esta manera, se observó que la esfingomielina SM(d18:1_22:0), con niveles más 
elevados en los grupos IR y T2D, se acumulaban de manera preferente en regiones 
ocupadas por adipocitos. Estos resultados van en consonancia con estudios previos, en 
los que se relacionaba un exceso de esfingomielinas con el desarrollo de resistencia a 
insulina (Li et al., 2011) y enfermedad metabólica (Russo et al., 2013; Sui et al., 2019). 
Por el contrario, los éter-fosfolípidos presentaban un patrón de distribución más 
variable en el tejido, a excepción de la especie PC(P-16:0_20:5), cuya concentración fue 
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menor en la comparativa NG vs. IR, pero mayor en T2D, y se correlacionaba de manera 
directa con la fracción de estroma vascular en el grupo NG. Dado que se ha descrito que 
los plasmalógenos intervienen en una multitud de procesos biológicos (Nancy E. 
Braverman & Ann B. Moser, 2012; Dean & Lodhi, 2018), esta distribución diferencial con 
respecto a otras especies lipídicas de su misma familia podría sugerir una función más 
específica dentro del tejido adiposo.  
 
Estos resultados sugieren, en su conjunto, que las condiciones fisiopatológicas que 
subyacen en el desarrollo de obesidad y resistencia a insulina o diabetes tipo 2, provocan 
una modificación sustancial del lipidoma asociado al tejido adiposo, afectando de 
manera específica tanto a la concentración de especies de lipídicas como a su 
distribución espacial a lo largo del tejido. De igual forma, estos resultados ponen de 
manifiesto que a pesar de la complejidad y heterogeneidad presente en aquellos 
estudios que emplean muestras biológicas de origen humano, el uso de nuestro 
protocolo optimizado de MALDI-IMS en muestras de tejido adiposo fue de gran utilidad 
para predecir el estado fisiopatológico de cada grupo de pacientes en base a su perfil 
lipídico. Es necesario indicar que, aun con esta nueva información generada sobre el 
lipidoma del tejido adiposo, que permite sugerir a algunas especies lipídicas como 
marcadores de obesidad asociada a enfermedad metabólica, son necesarios estudios 
adicionales que permitan determinar sus funciones específicas y la regulación de su 
biosíntesis. Desafortunadamente, aún se desconocen en su totalidad las rutas 
relacionadas con el metabolismo de las especies lipídicas concretas, aunque sí se ha 
avanzado en el conocimiento de las enzimas generales que participan en la biosíntesis 
de ciertas familias, como las que hemos encontrado que presentan expresión diferencial 
en obesidad e IR, esfingolípidos y éter-fosfolípidos. 
 
Por ello, como continuación a los estudios de lipidómica, decidimos analizar la 
regulación en adipocitos de la expresión de las enzimas implicadas en el metabolismo 





- 152 - 
 
Análisis de expresión de las enzimas implicadas en las rutas de biosíntesis de 
esfingolípidos y éter-fosfolípidos en modelos murinos y humanos. 
 
Las condiciones presentes durante el transcurso de la obesidad y enfermedad 
metabólica inducen en los adipocitos diferentes procesos de estrés celular que afectan 
a diferentes orgánulos, como estrés oxidativo (mitocondrias y peroxisomas) o estrés del 
retículo endoplásmico (Manna & Jain, 2015; Matsuda & Shimomura, 2013; Pagliassotti 
et al., 2016). De hecho, está claramente establecido que la disfunción de los adipocitos 
en obesidad es el resultado de un proceso multifactorial en el que intervienen diversos 
procesos patogénicos, desde inflamación a fibrosis o hipoxia (Rutkovski et al., 2015). En 
la actualidad los modelos de adipocitos de resistencia a insulina in vitro son utilizados 
para diseccionar los procesos celulares alterados en estas células en situaciones in vivo 
(Lo et al., 2013; Diaz-Ruiz et al., 2015; Guzmán-Ruiz et al., 2020). En particular, en el 
laboratorio se han validado dos modelos de adipocitos que mimetizan las condiciones 
de hiperglucemia e hiperinsulinemia y de inflamación presentes en obesos IR (modelo 
HGHI y modelo de exposición a TNFa, respectivamente) (Diaz-Ruiz et al., 2015; Guzmán-
Ruiz et al., 2020). De acuerdo con esto, usamos estos modelos para determinar su 
impacto sobre la expresión de las enzimas relacionadas con la biosíntesis de 
esfingolípidos y éter-fosfolípidos, además de estudiar sus posibles variaciones durante 
el proceso de diferenciación celular.  
 
En relación a la biosíntesis de éter-lípidos, nuestros estudios mostraron un patrón 
temporal diferencial, asociado a los dos orgánulos que intervienen en este proceso: 
peroxisomas y retículo endoplásmico (Nancy E. Braverman & Ann B. Moser, 2012). En 
este sentido, observamos que tanto la alquil-DHAP sintasa como la enzima 
dihidroxiacetonafosfato O-aciltransferasa (DHAPAT), que catalizan los primeros pasos 
en la biosíntesis de éter-lípidos, i.e. la formación de alquil-DHAP a partir de acil-DHAP o 
de ácidos grasos, respectivamente, mostraban niveles más elevados al inicio del proceso 
de diferenciación de los adipocitos. Curiosamente, estas enzimas están localizadas en 
los peroxisomas, en los que se encuentran formando heterodímeros (Wanders y 
Waterham, 2006), sugiriendo una participación activa de estos orgánulos en el proceso 
de diferenciación. De hecho, se ha demostrado que la proliferación de los peroxisomas 
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es crítica para promover la adipogénesis (Liu et al., 2019).  Sin embargo, las enzimas del 
retículo endoplásmico que intervienen en la síntesis de esta familia de lípidos, AGPAT3, 
CEPT1 y CHPT1, mostraron niveles incrementados de expresión en fases más tardías. En 
conjunto, estos resultados sugieren un ajuste temporal en la biosíntesis de éter-
fosfolípidos, en las que las primeras fases, asociadas a peroxisomas, ocurrirían en etapas 
tempranas de la adipogénesis (i.e., al inicio de la acumulación de lípidos en gotas 
lipídicas), mientras que la segunda, asociada a retículo endoplásmico, tendría lugar a 
continuación, una vez que el metabolito intermedio de esta ruta, 1-O-alquil-2-hidroxi-
sn-GPA es transferido desde el peroxisoma hasta el retículo (Fig.51).  
 
 
Figura 51. Esquema representativo de la biosíntesis secuencial de plasmalógenos en el peroxisoma y 
retículo endoplasmático. Tomado de Malheiro et al., 2014. 
Esta transferencia podría ocurrir en los puntos de contacto directo que se ha 
demostrado que existen entre los peroxisomas y las membranas del retículo 
endoplásmico, las PAMs (peroxisome-associated ER membranes), que se ha propuesto 
que sirven como puentes para el intercambio de metabolitos (Islinger et al., 2015). 
Teniendo en cuenta estas observaciones, parece razonable proponer que condiciones 
que alteren la propia estructura y función de estos orgánulos, como ocurre en los 
adipocitos en obesidad (Khan & Wang, 2014; Liu et al., 2019), podrían relacionarse con 
una biosíntesis alterada de éter-fosfolípidos. Esta propuesta estaría de acuerdo con los 
resultados obtenidos a partir de los modelos de resistencia a insulina in vitro, exposición 
a HGHI y TNFa, que indujeron una reducción de la expresión de prácticamente todas las 
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enzimas que participan en la biosíntesis de éter-fosfolípidos, tanto en peroxisomas 
como en el RE, sobre todo en respuesta a la citoquina proinflamatoria. En conjunto, 
estos y nuestros resultados de lipidómica, en tejido adiposo humano y murino, sugieren 
que la hiperglucemia/hiperinsulinemia y la inflamación que sufre el tejido en obesidad 
podría contribuir, mediante su efecto sobre los orgánulos celulares del adipocito, a una 
desregulación en la producción de éter-fosfolípidos, afectando tanto a la regulación de 
la fluidez de la membrana plasmática del adipocito como a su capacidad de respuesta 
frente al estrés oxidativo (Wallner y Schmitz, 2011; Brites et. Al., 2004). 
 
Adicionalmente, se ha descrito que los marcadores inflamatorios y de estrés del RE se 
encuentran elevados en pacientes que sufren obesidad (Pagliassotti et al., 2016). Es por 
ello por lo que, nos propusimos analizar la expresión proteica de algunos de estos 
marcadores con el objetivo de evaluar tanto el estado funcional del adipocito durante 
la adipogénesis como en los modelos in vitro de obesidad y resistencia a insulina. Los 
resultados mostraron que todas las enzimas, excepto CHOP que alcanza su pico de 
activación a día 6, elevaron de manera significativa sus niveles de expresión a partir del 
día 3 de diferenciación y lo mantuvieron hasta etapas tardías. De la misma manera, el 
análisis de los resultados en modelos nos permitió observar que el tratamiento con HGHI 
producía un descenso significativo de la enzima BiP y un aumento de GSS, pero no tuvo 
efecto alguno sobre el resto de las enzimas. Por su parte, la exposición con TNFa provocó 
una reducción de los niveles de expresión de GSS, catalasa y adiponectina mientras que 
BiP y CHOP permanecieron invariables. En conclusión, estos resultados sugieren que las 
condiciones de hiperglucemia e hiperinsulinemia afectaron en mayor medida al estrés 
del retículo endoplasmático (provocando una disminución de los niveles de BIP) y 
provocaron la puesta en marcha de un proceso de estrés oxidativo, como indica el 
aumento de los niveles proteicos de la enzima GSS. Asimismo, la exposición crónica a un 
ambiente proinflamatorio afectó de manera significativa a la expresión de catalasa, 
indicando igualmente una alteración de las defensas antioxidantes de los adipocitos y 
una disminución de la adiponectina, lo que es indicativo de una disfunción de los 
adipocitos inducida por TNFa. 
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Por otra parte, la biosíntesis de esfingolípidos requiere de un sofisticado mecanismo de 
regulación entre orgánulos y membranas celulares (Hannun & Obeid, 2018). Mientras 
que las esfingomielinas se producen en el aparato de Golgi o la membrana plasmática, 
las ceramidas pueden producirse a nivel intracelular en el RE, ser recicladas por 
mediación de los endolisosomas o sintetizarse en la membrana plasmática (Hannun & 
Obeid, 2018).  
 
Figura 52. Esquema representativo de la biosíntesis de esfingolípidos. Adaptado de Mullen et at. (2016) 
Además, se ha descrito que los esfingolípidos no sólo tienen funciones estructurales en 
las membranas biológicas y de señalización celular, sino que además pueden estar 
implicados en el desarrollo de resistencia a la insulina (Cowart et al., 2011). En nuestros 
resultados se observaba como la biosíntesis de ceramidas disminuía a nivel intracelular, 
pero aumentaba en la membrana plasmática conforme avanzaba la diferenciación 
celular. Con respecto a las enzimas encargadas de la síntesis de esfingomielinas, éstas 
experimentaron un patrón de activación significativa a partir de día 3 de diferenciación, 
aunque la producción de esfingomielina intracelular decaía drásticamente en días 
sucesivos. En conjunto, estos resultados indican que la mayoría de las enzimas 
experimentaron un cambio en sus niveles de expresión en el momento en el cual las 
células en cultivo comienzan a mostrar gotas lipídicas. Asimismo, también muestran que 
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las enzimas alcanzaron o bien su pico máximo de expresión o bien una disminución 
significativa de la expresión proteica en etapas tardías de la diferenciación, cuando el 
adipocito ha completado su maduración y, en consecuencia, se produce una mayor 
acumulación intracelular de lípidos. De igual forma, en los resultados obtenidos a partir 
de los modelos in vitro de resistencia a insulina, observamos que el tratamiento con 
HGHI favorecía la síntesis de esfingomielinas a nivel intracelular y de ceramidas en la 
membrana plasmática, mientras que la exposición a ambiente proinflamatorio 
provocaba un descenso generalizado de todas las enzimas estudiadas.  
 
En conclusión, estos resultados sugieren que cada ruta de biosíntesis de lípidos se ve 
afectada de un modo distinto por las condiciones patofisiológicas que cursan con 
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1. La aplicación de MALDI-Imaging para el análisis lipidómico del tejido adiposo 
requiere de un procedimiento de optimización, determinado por el alto 
enriquecimiento en lípidos del tejido, de parámetros críticos como la superficie de 
deposición de la muestra o el método de aplicación de la matriz de ionización. 
 
2. La composición del tejido adiposo sufre variaciones cuantitativas y cualitativas en su 
perfil lipídico, y su distribución espacial se ve alterada durante el desarrollo de 
enfermedad metabólica asociada a obesidad. 
 
3. La zonación de lípidos en tejido adiposo mostró una patrón de asociación entre el 
estroma vascular y ciertas formas de éter-fosfolípidos mientras que las 
esfingomielinas se correlacionaron mayoritariamente con regiones enriquecidas en 
adipocitos.  
 
4. La transición de normoglucemia a resistencia a insulina y/o diabetes de tipo 2 en 
pacientes obesos está asociada a cambios en la expresión de enzimas relacionadas 
con la síntesis de esfingolípidos y fosfolípidos que podrían conducir a la disfunción 
de las membranas celulares. 
 
5. Los esfingolípidos y los fosfolípidos son importantes para el correcto desarrollo de 
los adipocitos y su desregulación puede favorecer el desarrollo de resistencia a 
insulina. 
 
6. Las distintas condiciones patofisiológicas que cursan con obesidad y desarrollo de 
resistencia a insulina (inflamación e hiperglucemia/hiperinsulinemia) afectan de 
manera diferencial a las rutas de biosíntesis de lípidos en adipocitos. 
 
7. En los adipocitos, existe un diseño temporal preciso de activación de la biosíntesis 
de esfingolípidos y éter-fosfolípidos que es específico de los compartimentos 
intracelulares implicados, retículo endoplásmico y peroxisomas, y que está definido 
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1. The application of MALDI-Imaging for lipidomic analysis of adipose tissue 
requires an optimization procedure, determined by the high lipid enrichment of the 
tissue, of critical parameters such as the sample deposition surface or the method of 
application of the ionization matrix. 
 
2. The composition of adipose tissue undergoes quantitative and qualitative 
variations in its lipid profile and its spatial distribution is altered during the development 
of metabolic disease associated with obesity. 
 
3. Lipid zonation in adipose tissue showed a pattern of association between 
vascular stroma and certain forms of ether-phospholipids while sphingomyelins were 
mostly correlated with regions enriched in adipocytes. 
 
4. The transition from normoglycemia to insulin resistance and/or type 2 diabetes 
in obese patients is associated with changes in enzyme expression related to 
sphingolipids and phospholipids synthesis that could lead to cell membrane dysfunction. 
 
5. Sphingolipids and phospholipids are important for the proper development of 
adipocytes and their dysregulation can promote the development of insulin resistance. 
 
6. The different pathophysiological conditions that occur with obesity and the 
development of insulin resistance (inflammation and hyperglycemia/hyperinsulinemia) 
differentially affect the lipid biosynthesis pathways in adipocytes. 
 
7. In adipocytes, there is a precise temporal design of activation of the biosynthesis 
of sphingolipids and ether-phospholipids that is specific to the intracellular 
compartments involved, endoplasmic reticulum and peroxisomes, and which is defined 
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